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Zusammenfassung 
 
C4–Pflanzen wie Zea mays haben einen Mechanismus zur Konzentrierung von CO2 in der 
Umgebung der Rubisco etabliert. Hiermit kann die Photorespiration unterdrückt und die 
Produktivität der Pflanzen insbesondere unter trockenen und heißen Wuchsbedingungen 
gesteigert werden. Die Etablierung des C4–Syndroms erforderte die Anpassung der 
Expressionsmuster spezifischer Isoformen bereits vorhandener Gene. Dies betrifft 
insbesondere die Expressionsstärke und Induzierbarkeit der Transkription durch 
Belichtung. In dieser Arbeit wurde der Promotor der C4–spezifischen Isoform der 
Phosphoenolpyruvat Carboxylase (PEPC) als Modellsystem untersucht. 
Die DNA liegt im Zellkern nicht frei zugänglich, sondern als Chromatin verpackt vor. 
Diese Struktur ist prinzipiell inhibitorisch für die Initiation der Transkription. Zwei 
wesentliche Mechanismen korrelieren mit der Etablierung eines aktiven 
Transkriptionsapparates auf Promotoren im Chromatin–Zusammenhang. Zum Einen 
kommt es zum so genannten „chromatin remodelling“, bei dem Nukleosome auf der DNA 
verschoben oder die DNA–Histon–Interaktionen gelockert werden. Zum Anderen werden 
die N–terminalen Bereiche der Histone H3 und H4 auf vielfältige Weise modifiziert. Dies 
wird heute als eine Art epigenetischer Informationsspeicher betrachtet. Die meisten 
Erkenntnisse hierzu wurden bisher in tierischen Systemen sowie in Hefe gesammelt. Ziel 
dieser Arbeit war die Analyse dieser beiden aufgeführten Mechanismen im 
Zusammenhang mit der lichtinduzierten Aktivierung des C4–spezifischen PEPC–
Promotors. 
Dazu gliedert sich die Arbeit in zwei unabhängig voneinander untersuchte Teilbereiche. 
Grundlage hierzu sind jeweils Mesophyll–Zellkerne aus Laubblättern von Mais, die 
zunächst isoliert und qualitativ charakterisiert wurden, um das Ausgangsmaterial weiterer 
Experimente zu bilden. Dabei gelang es, die Akkumulation der PEPC–hnRNA direkt in 
Zellkernen nachzuweisen. Zur Untersuchung des „chromatin remodelling“ wurde ein 
indirekter Nachweis etabliert, der auf der differentiellen Zugänglichkeit des Promotor–
Chromatins im intakten Zellkern für Restriktions–Endonukleasen beruht. Die relative  
 
  
 
 
Änderung der Zugänglichkeit wurde über quantitative real–time–PCR ermittelt. Die 
Untersuchungen ergaben eine starke Zunahme der Zugänglichkeit des PEPC–Promotors 
nach Belichtung etiolierter Pflanzen. Als Standard diente eine Region aus dem Zein–
Genkomplex, die keine lichtinduzierte Expression zeigt. Diese Region war von den 
Änderungen nicht betroffen. Die Daten belegen die locusspezifische Veränderung der 
Chromatinstruktur auf dem PEPC–Promotor in Abhängigkeit von der Belichtung. 
Im zweiten Teil der Arbeit sollte zur Untersuchung von Histonmodifikationen die Technik 
der Chromatin–Immunpräzipitation (ChIP) etabliert werden. Mehrere experimentelle 
Ansätze wurden vergleichend betrachtet und ein Protokoll zur Nutzung der ChIP im 
Maissystem vorgeschlagen. Diese wurde genutzt, um exemplarisch Veränderungen in der 
Acetylierung der Histone H3 und H4 zu untersuchen. Die erzielten Daten weisen erneut 
stark auf eine belichtungsabhängige Acetylierung des Histons H4 auf dem PEPC–Promotor 
hin. 
In der Diskussion werden die erzielten Daten kritisch analysiert und mit dem Stand des 
publizierten biologischen Wissens verglichen. Auf Basis dieser Erkenntnisse wird ein 
Modell für die Aktivierung des C4–spezifischen PEPC–Promotors im Chromatin–
Zusammenhang vorgestellt. 
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1. Einleitung 
 
1.1 Photosynthese und Photorespiration 
Das Leben auf der Erde ist von der Sonnenenergie abhängig. Phototrophe Organismen 
nutzen die Energie des Lichtes direkt als Energiequelle. Fast alle Pflanzen und Algen, 
sowie einige Bakterien wandeln biochemisch Lichtenergie in chemische Energie (ATP) um 
(Phototrophie), die sie zum Aufbau von Bau– und Reservestoffen aus anorganischen 
Stoffen verwenden (Photosynthese). Ein Großteil der Energie auf der Erde hängt von 
photosynthetischer Aktivität ab, dazu gehören beispielsweise insbesondere die fossilen 
Brennstoffe und die vorhandene Biomasse. Die Photosynthese ist die häufigste 
biochemische Reaktion auf der Erde. Die aus Licht umgewandelte chemische Energie wird 
auf etwa 10,5 × 1017 kJ pro Jahr geschätzt. Dies entspricht ungefähr 1011 t organischer 
Materie. Die bedeutendste Form der Photosynthese ist die, bei der für die 
Kohlenhydratherstellung als Kohlenstoff– und Sauerstoffquelle nur Kohlenstoffdioxid 
(CO2) und als Wasserstoffquelle nur Wasser (H2O) verwendet werden. Dies beschreibt die 
chemische Gleichung zur Bildung von Glucose, die das primäre Produkt darstellt (Harrer, 
2003): 
 
+ Lichtenergie
2 2 6 12 6 26 CO  + 12 H O  C H O  + 6 O⎯⎯⎯⎯⎯→  
 
Die Photosynthese ist eine endergonische Reaktion mit einem Energieumsatz von 
∆G0 = + 2994 kJ/mol, es wird dabei mit Hilfe von Lichtenergie Kohlendioxid (CO2) aus 
der Luft den Wasserstoff–Anteil des Wassers gebunden. Neben Sauerstoff werden die 
Kohlenhydrate Glucose und Fructose gebildet, die in Form von Saccharose und Stärke 
gespeichert werden. Verbraucht werden die Energiespeicher und der Sauerstoff wiederum 
im Stoffwechsel der Pflanzen für zelluläre Reaktionen. Die so gewonnenen Energie und 
Biomasse kann auch von anderen Organismen genutzt werden (Harrer, 2003; Sitte et al., 
1996; Taiz and Zeiger, 2000). 
Die Photosynthese gliedert sich, wie in Abbildung 1–1 schematisch dargestellt, in zwei 
komplexe aufeinanderfolgende, jedoch voneinander unabhängige, biochemische Prozesse: 
Die Licht– und die Dunkelreaktion. Die Lichtreaktion dient der Umwandlung der 
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elektromagnetischen Energie des Sonnenlichtes in chemische Energie, die in Form von 
ATP und Reduktionsäquivalenten (NADPH und FADH) gespeichert wird. Wasser wird in 
einer Redoxreaktion zu Sauerstoff oxidiert. Die Dunkelreaktion ist die Fixierung und 
Reduktion des atmosphärischen Kohlendioxids für die Synthese von organischen 
Kohlenstoffverbindungen. Für diese Synthesereaktionen werden die in der Lichtreaktion 
erzeugten energiereichen Verbindungen ATP und NADPH benötigt. Die Reduktion von  
 
 
 
 
 
 
 
CO2 zu Kohlenhydraten führen Pflanzen über den Calvinzyklus (reduktiver 
Pentosephosphatzyklus) durch, der in drei Abschnitte unterteilt wird: Der erste Schritt ist 
die Carboxylierung des CO2–Akzeptors Ribulose–1,5–bisphosphat und die Hydrolyse des 
Produktes 2–Carboxy–3–ketoarabinitol–1,5–bisphophat zu zwei Molekülen 3–
Phosphoglycerat. Diese Reaktion katalysiert das Enzym Ribulose–1,5–bisphosphat–
Carboxylase/Oxygenase (Rubisco). 
Im zweiten Abschnitt wird 3–Phosphoglycerat zu Glycerinaldehyd–3–phosphat reduziert. 
Der letzte Abschnitt bewirkt die Regenerierung des CO2–Akzeptormoleküls Ribulose–1,5–
bisphosphat (Harrer, 2003; Nelson and Ben–Shem, 2004; Richter, 1996; Schopfer et al., 
1999). 
Die Rubisco kann neben der eigentlichen Carboxylierung auch eine Oxygenierung 
katalysieren. Bei der Reaktion von Ribulose–1,5–bisphosphat mit Sauerstoff entsteht 2–
Phosphoglykolat, welches in einem energieverbrauchenden Prozess unter Verlust von CO2 
wieder zu dem eigentlichen CO2–Akzeptormolekül regeneriert werden muss, und 3–
Abbildung 1–1: Blockschaltbild der Photosynthese 
Die Photosynthese besteht aus zwei voneinander getrennten Reaktionen, der Licht– und der Dunkelreaktion. 
Wie schematisch dargestellt, wird der in der Lichtreaktion Sauerstoff aus Wasser abgespalten. Die dabei frei 
gewordene Energie wird in Form von ATP und der Reduktion von NADP+ zu NADPH gespeichert. Der 
Energielieferant ist dabei das Licht. In der Dunkelreaktion findet die Fixierung und Reduktion des 
atmosphärischen Kohlendioxids für die Synthese von organischen Kohlenstoffverbindungen statt. Abbildung 
nach Beck (2003). 
 
Licht
LichtreaktionLichtreaktion
H2O
O2
Dunkelreaktionunkelreaktion
ATP
NADPH
H+
CO2
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Phosphoglycerat, welches direkt wieder in den Calvinzyklus zurückgeführt wird. Dieser 
Prozess wird als Photorespiration oder auch Lichtatmung bezeichnet. Während der 
Calvinzyklus unabhängig operieren kann, ist die Photorespiration auf den Calvinzyklus 
durch die Versorgung mit Ribulose–1,5–bisphosphat angewiesen. Beide Prozesse können 
parallel ablaufen und die Gleichgewichtslage zwischen ihnen wird von den kinetischen 
Eigenschaften der Rubisco, den Konzentrationen der Substrate CO2 und O2, und der 
Temperatur bestimmt. 
Die Konzentration an CO2, welches im Cytoplasma gelöst ist und mit dem CO2 der Luft im 
Gleichgewicht steht, nimmt mit steigender Temperatur schneller ab, als dies für O2 der Fall 
ist. Um den Wasserverlust bei Hitze einzuschränken, werden die Stomata geschlossen, was 
dazu führt, das kein neues CO2 ins Gewebe und kein O2 das Gewebe verlassen kann. 
(Brooks and Farquhar, 1985). Eine Erhöhung der Temperatur bewirkt demnach eine 
Veränderung des Verhältnisses CO2 : O2 und damit eine Veränderung des Verhältnisses 
Carboxylierung : Oxygenierung zugunsten der Photorespiration. Dies hat wiederum eine 
Verringerung der Photosyntheserate zur Folge (Schlitter and Wildner, 2001; Taiz and 
Zeiger, 2000). 
 
 
1.2 C4–Photosynthese 
Als vor 450 Mio. Jahren die ersten Landpflanzen auf der Erde auftraten, war die 
Oxygenaseaktivität der Rubisco nicht von Bedeutung, da die Atmosphäre zu großen Teilen 
aus CO2 bestand und der O2–Anteil gering war. In den darauf folgenden 300.000 Jahren 
veränderte sich die Zusammensetzung der Erdatmosphäre und der Sauerstoffgehalt nahm 
zu, während die CO2–Konzentration abnahm (Sage, 1999). Im Laufe der Evolution 
entwickelten sich daher aus dem vorherrschenden photosynthetischen C3–Grundzustand 
(Blasing et al., 2000; Langdale and Nelson, 1991; Sheen, 1999) die C4–Pflanzen. Dies 
geschah nach heutigem Erkenntnisstand unabhängig voneinander in mind. 18 
Pflanzenfamilien, so dass heute eine Vielzahl verschiedener Spezies C4–Photosynthese 
zeigen (Kellogg, 1999; Sage, 1999). Zudem sind Pflanzen bekannt, die diesen evolutionäre 
Schritt nicht vollendet haben. So findet man beispielsweise in der Gattung Flaveria 
(Asteraceae) neben den ursprünglichen C3–Formen ebenfalls reine C4–Pflanzen, aber auch 
Pflanzen in einem Zwischenstadium der Photosynthese zwischen dem C3– und C4–
Fixierungsweg (Stockhaus et al., 1994). 
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Die Entstehung des C4–Stoffwechselwegs setzte die anatomische und physiologische 
Anpassungen der C4–Pflanzen voraus, da dieser in zwei zellulär voneinander getrennten 
Schritten abläuft und meist eine koordinierte Interaktion zweier morphologisch und 
funktionell unterschiedlicher Zelltypen, den Bündelscheiden– und Mesophyll–Zellen, 
erfordert (Ghannoum et al., 2000). Die primäre Fixierung des CO2 in einem C4–Körper 
findet in den Mesophyll–Zellen statt, während die Freisetzung und Neubindung des CO2 
durch Rubisco in den Bündelscheidenzellen abläuft. Es findet dadurch im Vergleich zur 
Umgebung eine 3 – 20 fache Konzentrierung des CO2 im Bereich der Rubisco statt (Dai et 
al., 1993; Jenkins et al., 1989; Maroco et al., 2000), wodurch das Reaktionsgleichgewicht 
zugunsten der Carboxylierung verschoben und somit die Photorespiration stark 
eingeschränkt wird. Zur effizienten CO2–Konzentrierung und um einen ausreichenden 
Metabolitaustausch zwischen den Zellen in C4–Pflanzen zu gewährleisten, ist ein direkter 
Kontakt der beiden beteiligten Zelltypen durch zahlreiche Plasmodesmata unumgänglich. 
In C4–Pflanzen ist folglich die Anzahl der Plasmodesmata zwischen Mesophyll– und 
Bündelscheidenzellen 3 – 5 mal höher als in C3–Pflanzen (Botha, 1992). Der notwendige, 
enge Kontakt zwischen den Zelltypen limitiert die Anzahl der Mesophyll–Zellen zwischen 
den Bündelscheidenzellen und führt in den photosynthetisch aktiven Geweben der C4–
Pflanzen zu einer auffälligen Anatomie, der so genannten Kranz–Anatomie. Hierbei sind 
die Mesophyllzellen kranzförmig um die Bündelscheiden angeordnet (Edwards et al., 
2004). 
Neben der anatomischen Klassifizierung können C4–Pflanzen bezüglich der synthetisierten 
primären C4–Carbonsäure in der C4–Photosynthese in die drei folgenden Kategorien 
biochemisch unterschieden werden: NADP–Malat–Enzym–Klasse (NADP–ME), NAD–
Malat–Enzym–Klasse (NAD–ME) und PEP Carboxykinase–Klasse (PEP–CK) (Edwards 
et al., 2004; Kanai and Edwards, 1999). 
Die in dieser Arbeit verwendete C4–Pflanze Zea mays gehört in die Gruppe der NADP–
Malat–Enzym C4–Photosynthese (Abbildung 1–2). Hierbei wird das CO2 im Cytoplasma 
der Mesophyll–Zellen durch das Enzym Carboanhydrase (CA) zu HCO3– (Bicarbonat) 
umgewandelt und dann durch das Enzym Phosphoenolpyruvat–Carboxylase (PEPC) auf 
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Phosphoenolpyruvat übertragen und als Oxalacetat fixiert. In den Chloroplasten der 
Mesophyll–Zellen wird Oxalacetat daraufhin zu Malat reduziert, welches anschließend in 
die Bündelscheidenzellen diffundiert und dort in den Chloroplasten durch das NADP–
abhängige Malatenzym (ME) wieder decarboxyliert wird. Das freigesetzte CO2 kann nun 
von Rubisco refixiert und in den Calvin–Zyklus eingeschleust werden. Das bei dieser 
Reaktion entstehende Pyruvat wird durch die Pyruvat–Orthophosphatdikinase (PPDK) in 
den Chloroplasten der Mesophyll–Zellen wieder zu PEP regeneriert und steht zur erneuten 
Fixierung von CO2 bereit (Jeanneau et al., 2002; Leegood, 2002; Miyao, 2003). 
 
 
1.3 Regulation der Expression C4–spezifischer Gene 
Ein typisches Merkmal von eukaryotischen Genen ist, dass sie in der Regel nicht 
konstitutiv exprimiert werden, sie unterliegen einer speziellen Transkriptionsregulation. 
Eine Ausnahme hiervon stellt die Gruppe der Housekeeping–Gene dar, deren Genprodukte 
dauerhaft von der Zelle benötigt werden. Neben der Regulation auf Ebene der 
Abbildung 1–2: Schematische Darstellung des C4–NADP+–Malat–Stoffwechsels in Zea mays 
CA: Carboanhydrase; CO2: Kohlendioxid; HCO3–: Bicarbonat; NADP–MDH: NADP–Malat–
Dehydrogenase; NADP–ME: NADP–Malat–Enzym; OAA: Oxalacetat; PEPC: Phosphoenolpyruvat–
Carboxylase; PEP: Phosphoenolpyruvat; PPDK: Pyruvat–Phosphat–Dikinase; RuBP: Ribulose–1,5–
bisphosphat; ●: Translokator. Abbildung nach (Miyao, 2003). 
RuBP
Calvin-
zyklus
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Transkriptionsinitiation kann die Genexpression auch auf anderen Wegen reguliert werden, 
wie durch Prozessierung des Primärtranskripts oder auf der Ebene der Translation. 
Die C4–spezifische Form der Phosphoenolpyruvat–Carboxylase (PEPC) katalysiert die 
primäre Fixierung von HCO3– unter Bildung von Oxalacetat im Cytoplasma der 
Mesophyll–Zellen in Zea mays. Das spezifische C4–PEPC–Gen wird in den Mesophyll–
Zellen der Blätter verstärkt exprimiert, während in der Wurzel und in etiolierten Blättern 
nur wenig C4–PEPC exprimiert wird. Die Expression ist durch Licht induziert, wobei die 
Induktion eher auf durch Licht bedingte Veränderungen in der Zelle als auf einen direkten 
Einfluss des Lichts zurückzuführen ist (Schäffner and Sheen, 1992). 
Die Transkription dieses Gens wird durch die DNA–abhängige RNA–Polymerase II 
katalysiert, welche die codierende Sequenz des Gens sowie die 5’– und 3’–untranslatierten 
Regionen in mRNA–Moleküle umschreibt, so dass sie als Matrize zur Proteinsynthese 
dienen. Die Erkennung des Startes der Transkription erfolgt für die RNA–Polymerase II 
durch Transkriptionsfaktoren, die spezifisch im Promotorbereich eines Gens binden. Diese 
Transkriptionsfaktoren gehören zu den trans–Elementen, die an der Regulation der 
Genexpression beteiligt sind. Zusätzlich sind transkriptionsaktivierende und –inhibierende 
trans–Elemente bekannt, die direkt oder indirekt mit dem Transkriptionsapparat in Kontakt 
treten und die Effizienz der Transkription beeinflussen. Neben dem Promotor, einem cis–
Element, gibt es zwei weitere cis–Elemente, die der Transkriptionskontrolle dienen: 
Enhancer verstärken die Transkriptionsrate, Silencer inhibieren diese (Carey, 1998; Struhl, 
1999). 
Zu den wichtigsten pflanzenspezifischen Transkriptionsfaktoren gehört die Familie der 
DOF–Proteine (DNA binding with one finger) (Riechmann et al., 2000). Die DOF–
Proteine gehören zu einer bisher nur in Pflanzen nachgewiesenen Proteinfamilie, deren 
Mitglieder alle eine hochkonservierte Aminosäuresequenz aufweisen, die den DNA–
Bindebereich der Faktoren repräsentiert und DOF–Domäne genannt wird. 
DOF–Proteine dienen als Aktivatoren oder Repressoren der Transkription in 
pflanzenspezifischen biologischen Prozessen. Ihre physiologische Rolle besteht unter 
anderem in einer Beteiligung an Stress– und Hormonantworten, sowie der lichtinduzierten 
Transkriptionsaktivierung (Yanagisawa, 2004). DOF–Proteine sind sequenzspezifische 
Transkriptionsfaktoren. Bis auf eine Ausnahme binden alle DOF–Proteine das 
Konsensusmotif AAAG (Yanagisawa, 2002) wohingegen die flankierenden DNA–
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Sequenzen nur einen geringen Einfluss auf die Bindung haben (Yanagisawa and Schmidt, 
1999). 
In Zea mays sind DOF–Proteine an der Induktion des C4–spezifischen Phophoenolpyruvat–
Carboxylase (PEPC) Promotors beteiligt. Das hierzu vorhandene Modell der 
gewebsspezifischen und lichtinduzierten Genexpression (Yanagisawa, 2004) beschreibt, 
dass in etiolierten Pflanzen der Transkriptionsfaktor DOF1 ungebunden vorliegt. Erst mit 
dem Start der photosynthesischen Aktivität der Pflanze bindet er an spezifische 
Bindungsstellen auf dem C4–PEPC–Promotor (Abbildung 1–3). Die Expression in 
Wurzeln und Stängeln wird möglicherweise durch die Bindung des Proteins DOF2 an die 
gleichen Bindestellen repremiert (Yanagisawa, 1997; Yanagisawa and Sheen, 1998). 
 
 
1.4 C4–spezifische Form der Phosphoenolpyruvat–Carboxylase 
Das Enzym Phosphoenolpyruvat–Carboxylase (PEPC) katalysiert den primären CO2–
Fixierungsschritt der C4–Photosynthese und ist in seiner transkriptionellen Regulation 
besonders gut untersucht. Im Maisgenom findet man drei verschiedene PEPC–Gene, aber 
nur die C4–spezifische Isoform weist eine lichtinduzierbare, gewebespezifische Regulation 
auf und wird ausschließlich in den Mesophyll–Zellen exprimiert (Schäffner and Sheen, 
1992; Sheen, 1999). In etiolierten Maispflanzen liegen keine Transkripte der C4–
spezifischen Isoform von PEPC vor. Erst nach Belichtung kommt es zu einem starken 
Anstieg der Expression (Sheen and Bogorad, 1987). Zur Ursache dieses Anstieges gibt es 
widersprüchliche Untersuchungen, die entweder auf eine direkte Lichtinduktion des C4–
PEPC Gens mittels Phytochrom–Kontrolle (Ma and Feng, 1993; Thomas et al., 1990) oder 
auf eine indirekte Wirkung durch lichtinduzierte Veränderungen in der Blattentwicklung 
schließen lassen (Schäffner and Sheen, 1992). Weitere Daten lassen auch einen 
Zusammenhang zwischen der Demethylierung eines Sequenzbereiches < 3 kb 
stromaufwärts des Promotors und der spezifischen Expression in Mesophyll–Zellen 
erkennen (Langdale and Nelson, 1991). 
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Zahlreiche weitere Analysen konnten bereits in der 5’–Region des Gens cis–agierende 
Elemente identifizieren (Abbildung 1–3), die für die Gewebespezifität und die hohen 
 
 
 
 
 
Transkriptionsraten in den Mesophyll–Zellen verantwortlich sind (Schäffner and Sheen, 
1992; Sheen, 1999; Taniguchi et al., 2000). Über ihre Interaktion mit dem PEPC–Promotor 
wurden auch die trans–agierenden Faktoren DOF1 und DOF2 identifiziert (Yanagisawa 
and Izui, 1993). 
 
 
1.5 Struktur und Funktion des eukaryotischen Chromatins 
In eukaryotischen Zellen ist die DNA fast vollständig mit Proteinen komplexiert und im 
Inneren des Zellkerns in Form des Chromatins organisiert. Chromatin besteht im 
Wesentlichen aus DNA, Histonen, und einer Gruppe von Nicht–Histon–
Chromatinproteinen. Das Verhältnis der basischen Histone zur DNA in den Zellkernen 
aller Zelltypen ist gleich und verändert sich nicht mit dem Funktionszustand der Zelle. 
Dagegen wechseln Menge und Art der Nicht–Histon–Chromatinproteine deutlich mit dem 
Zelltyp und der Zellfunktion (Kornberg and Lorch, 1999a). Im Allgemeinen unterscheidet 
man die unterschiedlichen Organisationsstufen des Chromatins zwischen locker 
verpacktem Euchromatin und sehr komplex verpacktem Heterochromatin. 
Die grundlegenden Struktureinheiten des Chromatins sind die Nukleosomen. Ein 
Nukleosom enthält etwa 160 bp DNA, die mit einem Histon–Octamer–Kern aus je zwei 
Kopien der Histone H2A, H2B, H3 und H4 assoziiert sind. Die DNA ist dabei zweimal 
symmetrisch um den Histon–Kern gewunden, wobei die zwei Positionen, an denen die 
DNA ihre Spirale um den Histon–Kern beginnt und beendet, dicht nebeneinander liegen. 
Behandelt man Chromatin mit DNA spaltender Micrococcen Nuklease (MNase), werden 
Abbildung 1–3: Schematische Darstellung des Mais C4–PEPC–Promoters 
Abgebildet ist eine schematische Darstellung des C4–PEPC Promotors. Als Pfeil dargestellt ist der Ort der 
Transkriptions–Initiations Stelle. Schwarze Quadrate stellen das cis–Element C14, weiße Boxen das cis–
Element A29 dar. Schwarze Ellipsen markieren das trans–Element DOF1. Innerhalb dieser funktionalen 
Regionen sind die Schnittstellen für die später verwendeten Endonukleasen HinfI und BsuRI eingezeichnet. 
 
5’ 
HinfI BsuRI TATA 
- 250- 500 0
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bei kurzen Kontaktzeiten 146 bp der DNA eines Nukleosoms vor Spaltung durch das 
Enzym geschützt (Mc Ghee and Felsenfeld, 1980). Dieses Histon–Zentrum mit 146 bp 
DNA wird als Core–Partikel bezeichnet. 
Freie Histone bilden zwei Arten von Komplexen: Die Histone H2A und H2B bilden 
miteinander stabile H2A–H2B–Dimere, je zwei Histone H3 und H4 finden sich zu stabilen 
H32–H42–Tetrameren zusammen (van Holde, 1989). Aus Chromatin extrahierte Histon–
Octamere zerfallen durch Dissoziation wieder in diese Grundeinheiten. Durch die 
Anordnung des H32–H42–Tetramers und der zwei H2A–H2B–Dimere zeigt das 
Proteingerüst einen helikalen Strukturverlauf, an den die DNA angepasst ist. Der Bereich 
der DNA, der ein Nukleosom mit dem nächsten verbindet, wird als Linker–DNA 
bezeichnet. Ein Nukleosom mit Linker–DNA und dem Linker–DNA assoziiertes H1–
Molekül wird oft als Chromatosom bezeichnet. H1–Moleküle binden mit ihrem globulären 
Abschnitten an die Stelle eines Nukleosoms, an der die DNA ihre Spirale um den Histon–
Kern beginnt und beendet (Thomas, 1999). Die Positionen der einzelnen Nukleosomen des 
Chromatins sind nicht fixiert, aber z. T. von geringen Sequenzpräferenzen abhängig (Flaus 
et al., 1996). So ist in Adenin– und Thymin–reichen DNA–Sequenzen bevorzugt die kleine 
Furche der DNA–Doppelhelix zum Histon–Oktamer gewandt, wodurch die Positionierung 
der DNA im Nukleosomen–Core beeinflusst wird (Travers, 1999). Auch die Biegsamkeit 
der DNA in Abhängigkeit von ihrer Sequenz und der daraus resultierende Energieaufwand 
für die Bildung von Nukleosomen spielt eine Rolle bei der Positionierung (Kornberg and 
Lorch, 1999a). So werden manche DNA–Sequenzen generell bevorzugt, was zu 
spezifischer Positionierung einzelner Nukleosomen führen kann (Flaus and Richmond, 
1998). 
 
Histone 
In den Zellkernen eukaryotischer Zellen kommen wie oben beschrieben fünf verschiedene 
Histontypen vor: H1, H2A, H2B, H3 und H4. Zu jedem Histontyp existieren verschiedene 
Histon–Subtypen, die sich geringfügig unterscheiden. H2A, H2B, H3 und H4 bezeichnet 
man zusammen als Core–Histone. Alle Histone besitzen einen ähnlichen Aufbau: an einer 
zentralen globulären Domäne inseriert ein flexibler aminoterminaler und, mit Ausnahme 
von H4, ein carboxyterminaler Arm (Smith, 1991). Kennzeichnend für Histone ist ihr 
hoher Gehalt an den basischen Aminosäuren Arginin und Lysin, die vor allem in den 
flexiblen Armen vorkommen. Vor allem die aminoterminalen flexiblen Arme der Core–
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Histone können daher aufgrund ihrer positiven Ladung unabhängig von der 
Nukleotidsequenz fest das negativ geladene Phophatrückgrad der DNA binden und so das 
Chromatin stabilisieren. Die flexiblen Arme der H1–Moleküle nehmen mit anderen 
globulären–H1–Domänen benachbarter Nukleosomen Kontakt auf, wodurch die 
Nukleosomen zu einer sich regelmäßig wiederholenden Struktur zusammengezogen 
werden. Durch die Interaktion mit benachbarten Nukleosomen tragen die H1–Moleküle so 
zu einer dichten Packung des Chromatins bei (Luger et al., 1997). Die Anwesenheit von 
H1 im Chromatin wirkt sich dadurch generell inhibierend auf die Transkription aus. 
Die Histone H3 und H4 gehören zu den am stärksten konservierten bekannten Proteinen. 
Diese evolutionäre Konservierung deutet darauf hin, dass ihre Funktion bei allen 
Eukaryoten übereinstimmt. H2A und H2B kommen bei allen Eukaryoten vor, zeigen 
jedoch eine ausgeprägte Sequenzvariabilität (Jackson and Gorovsky, 2000). Der Histontyp 
H1 umfasst eine Gruppe von engverwandten Proteinen. Sowohl in verschiedenen Arten, 
als auch in verschiedenen Geweben eines Organismus, treten Varianten des Histons H1 
auf, die jeweils zu einer spezifischen Struktur des Chromatins beitragen. Trotz der 
Sequenzvariabilität der Histone H2A, H2B und H1 besitzen sie in den unterschiedlichen 
Organismen ähnliche oder identische Funktionen. Innerhalb eines Organismus kann der 
Verlust einer Variante eines Histons durch eine andere ausgeglichen werden, 
möglicherweise aber nicht von jeder Variante (Brown, 2001). 
 
Nicht–Histon–Proteine 
Als Nicht–Histon–Proteine bezeichnet man alle Proteine des Chromatins der Eukaryoten 
mit Ausnahme der Histone. Die Nicht–Histon–Proteine machen im Vergleich zu den 
Histonen nur einen geringen Massenanteil des Chromatins aus und beinhalten eine große 
Gruppe von Proteinen, die in geringer Konzentration vorliegt (Urnov and Wolffe, 2001). 
Sie sind für eine zusätzliche funktionelle und strukturelle Komplexität des Chromatins 
verantwortlich. Ihre Aufgabe besteht in der Steuerung der Genexpression und der 
Aufrechterhaltung übergeordneter Strukturen des Chromatins. Um diese Prozesse zu 
steuern, sind eine Vielzahl von Protein–DNA– und Protein–Protein–Interaktionen 
notwendig, die eine Faltung der DNA voraussetzen (Grasser et al., 2000). 
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1.6 Einfluss N–terminaler Histon–Acetylierung auf die 
Transkriptionsaktivierung 
Spezifische Aminosäuren in den aminoterminalen Enden der Kern–Histon–Proteine 
werden in vivo reversibel durch verschiedene posttranslationale, kovalente Modifikationen 
verändert (Strahl and Allis, 2000). Die am besten charakterisierte Modifikation ist die 
Histon–Acetylierung. Histon–Acetyltransferasen (HATs) übertragen dabei Acetylgruppen 
auf die N–terminalen Enden der Kern–Histon–Proteine. Diese Modifikationen sind 
reversibel und können durch Histon–Deacetylasen (HDACs) wieder entfernt werden. 
Man unterscheidet zwischen promotorspezifischer Histon–Acetylierung und globaler 
Acetylierung, welche größere Genombereiche umfasst. Die meisten Chromatinbereiche 
befinden sich in einem Fließgleichgewicht zwischen acetyliertem– und nicht–acetyliertem 
Zustand, was auf die ubiquitäre Präsenz von Histon–Acetyltransferasen und –Deacetylasen 
zurückzuführen ist (Urnov and Wolffe, 2001). 
Ein generell anwendbares, mechanistisches Modell für die hohe transkriptionelle Aktivität 
von hyperacetyliertem Chromatin ist bis heute schwer fassbar. In spezifischen Fällen 
verstärkt die Hyperacetylierung von Kern–Histon–Proteinen die Fähigkeit zur Bindung 
von Nicht–Histon–Regulatoren in vitro (Lee et al., 1993; Vettese–Dadey et al., 1996) und 
in vivo (Sewack et al., 2001). Das dazu vorgeschlagene Modell besagt, dass die 
Acetylierung der Kern–Histon–Proteine positive Ladungen, welche mit den  
ε–Aminogruppen assoziiert sind, neutralisiert und so die Interaktionen mit der negativ–
geladenen DNA im Nukleosom verändert werden (Abbildung 1–4). Die daraus 
resultierende Lockerung der Histon–DNA–Kontakte könnte in einer erhöhten 
Zugänglichkeit für DNA–bindende Proteine in acetyliertem Chromatin resultieren. 
Neben der Acetylierung kommen weitere Modifikationen an Histonen vor, dazu gehören 
Methylierung, Phosphorylierung, ADP–Ribosylierung und Ubiquitinierung. Die 
Phosphorylierung des Linker–Histons H1 bewirkt beispielsweise eine Auflockerung der 
Chromatinstruktur, indem Kontakte zu benachbarten Nukleosomen gelöst werden. So kann 
der Einfluss von H1 auf die Transkription reguliert werden (Iizuka and Smith, 2003). Die 
Funktionen aller Modifikationen sind nicht genau geklärt, sie können jedoch zwei Folgen 
haben. Zum einen können die Interaktionen der Histone untereinander, mit der DNA sowie 
benachbarten Nukleosomen verändert werden, zum anderen können die Modifikationen 
von anderen Proteinen als Signale erkannt werden. Nach der Histon–Code–Hypothese 
können durch die Kombination verschiedener Modifikationen an den Histonen 
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unterschiedlichste Signale vermittelt werden (Li et al., 2002). Somit könnte der Histon–
Code als Mechanismus dienen, um bestimmte Genexpressionsmuster zu steuern oder als 
eine Art „zelluläres Gedächtnis“ Informationen über den vorherigen Aktivierungszustand 
eines Promotors vermitteln (Strahl and Allis, 2000; Turner, 2002). 
 
 
 
 
 
 
 
 
Neben den Histonmodifikationen nehmen Chromatin–Remodelling–Komplexe Einfluss 
auf die Chromatinstruktur. Diese Multiproteinkomplexe nutzen die Energie aus der 
Hydrolyse von Adenosin–Triphosphaten (ATP) zur Lockerung der Interaktionen zwischen 
Nukleosomen–Core und DNA (Felsenfeld, 1996). Dabei werden die Remodelling–
Komplexe anhand ihrer Untereinheit mit ATPase–Aktivität in drei Gruppen unterteilt: Die 
Komplexe mit SWI2–homologen ATPasen, mit den funktionell verwandten ISWI–
ATPasen oder Komplexe mit Proteinen, die Chromodomänen enthalten (Becker and Hörz, 
2002). Neben der ATPase scheint eine Helikase–Aktivität eine notwendige Komponente 
der Remodelling–Komplexe zu sein (Flaus and Owen–Hughes, 2001). Durch die Wirkung 
der Chromatin–Remodelling–Komplexe wird die Aktivierungsenergie zur Bewegung von 
Nukleosomen über eine Abschwächung der Interaktionen zwischen DNA und Histonen 
herabgesetzt. Daher können Nukleosomen auf der DNA bewegt werden, oder das Histon–
Oktamer wird vorübergehend vollständig von der DNA gelöst (Becker and Hörz, 2002; 
Kingston and Narlikar, 1999). Somit kann durch die Wirkung der Remodelling–Komplexe 
eine verbesserte Zugänglichkeit von Promotoren erreicht werden, die die Initiation der 
Transkription ermöglicht. Die Komplexe können von Transkriptionsfaktoren über Protein–
Abbildung 1–4: Modell zur Erhöhung der Zugänglichkeit nukleosomaler DNA durch N–terminale 
Histon–Acetylierung 
Die Abbildung zeigt schematisch, wie N–terminale Histon–Acetylierung die Interaktionen zwischen dem 
Histon–Octamer und der DNA durch Neutralisierung von positiven Ladungen in den Histon–Enden 
verändern könnte. Die veränderten Kontakte resultieren möglicherweise in einer erhöhten Zugänglichkeit der 
nukleosomalen DNA für DNA–bindende Proteine. (Aus Offermann (2004), verändert nach Pierce 
Biotechnology, Inc., 2003). 
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Protein–Interaktionen zur spezifischen Aktivierung einzelner Gene an Promotoren 
rekrutiert werden (Felsenfeld, 1996). 
In Ausnahmefällen wirkt die Chromatinstruktur nicht ausschließlich reprimierend auf die 
Genexpression. Durch die Anordnung einzelner Nukleosomen können die Ereignisse bei 
der Initiation der Transkription auch gefördert werden (Grunstein, 1990; Paranjape et al., 
1995). Dabei kann die spiralförmige Windung und Biegung der DNA am Nukleosom die 
Interaktion von Transkriptionsfaktoren durch räumliche Nähe ihrer Bindestellen erst 
ermöglichen (Schild et al., 1993). Ein bereits an Chromatin gebundener 
Transkriptionsfaktor kann häufig die Bindung weiterer Proteine erleichtern. Diese 
kooperative Bindung ist dann relevant für die Genaktivierung, wenn mehrere cis–Elemente 
an einem Nukleosom gebunden sind (Svaren and Hörz, 1996). 
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1.7 Ziele dieser Arbeit 
In der vorliegenden Arbeit werden in vivo die an der Transkriptionsregulation beteiligten 
Prozesse des C4–PEPC–Promotor von Zea mays nach Lichtinduktion untersucht. 
Grundlage hierfür sind Zellkerne aus Mesophyllzellen, die zunächst isoliert und qualitativ 
charakterisiert werden. Dies ist notwendig, da sie das Ausgangsmaterial für nachfolgende 
Experimente bilden. 
Im ersten Teil wird die Veränderung der Chromatinstruktur des C4–spezifischen PEPC–
Promotors aus Mais untersucht. Dies geschieht über den indirekten Nachweis der 
differentiellen Zugänglichkeit des C4–PEPC–Promotors für Restriktionsendonukleasen am 
inaktiven und aktivierten Promotor. Die Veränderung der relativen Zugänglichkeit wird 
über quantitativer real–time–PCR ermittelt, um Hinweise auf eine mögliche 
Reorganisation des Chromatins zu erhalten. 
Der zweite Teil dieser Arbeit untersucht die Histonmodifizierung am C4–PEPC–Promotor. 
Da die Acetylierung in Hefen– und Säugerzellen gut beschrieben ist, wird sie auch hier als 
zu untersuchende Modifizierung gewählt. Die dazu verwendete Methode der Chromatin–
Immunopräzipitation soll zunächst etabliert werden. 
Zum Ende dieser Arbeit soll eine Aussage getroffen werden, ob die hier untersuchten 
Aspekte einen Beitrag zum Verständnis der C4–PEPC Transkriptionsregulierung in Mais 
leisten konnten. 
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2. Methoden 
2.1 Pflanzenmaterial 
Maissamen (Zea mays cv. Helix) wurden 24 Stunden in Wasser gequollen und in ein Erde–
Sand–Gemisch (70 % Einheitserde, 30 % Sand) ausgelegt. Die Anzucht der Keimlinge 
erfolgte in Phytokammern über sieben Tage in kompletter Dunkelheit bei einem Tag– / 
Nachtrhythmus von 16 h, 26 °C / 8 h, 20 °C. Photosynthetische Genexpression wurde 
durch Beleuchtung der Pflanzen für 16 h bei 26 °C mit einer Photonen–Flux–Dichte von 
etwa 100 µmol m–2 s–1 induziert. 
 
2.2 Präparation von Zellkernen aus Maisblattgewebe 
Primärblätter (~ 100 g) von etwa sieben Tage alten Keimlingen wurden zur Entfernung der 
kutikularen Wachse 30 s in Diethylether inkubiert und anschließend in kaltem Wasser 
gewaschen. Der Aufschluss erfolgte, wie auch alle weiteren Schritte, bei 4 °C, durch 
Zerschneiden der Blätter in ca. 3 cm große Stücke und Homogenisierung mit einem 
Stabmixer für 5 mal 5 s in 200 ml kaltem 1 × NIB (6.1) (Fan and Sugiura, 1996). 
Zelltrümmer und Organelle wurden durch Filtrieren mit drei Schichten Miracloth 
abgetrennt. Das Zellkerne und Plastide enthaltende Eluat wurde zur Reduzierung der 
Viskosität mit 1 Vol. 0,5 × NIB (6.1) verdünnt und zentrifugiert (1.350 g, 15 min, 4 °C). 
Proteolytische Enzyme, Proteine und zerbrochene Zellkerne verblieben im Überstand, 
während Zellkerne und ein Teil der Plastiden sedimentieren. Das entstandene Pellet wurde 
zweimal in 50 ml bzw. 20 ml kaltem Puffer gewaschen und zentrifugiert (1.350 g, 
10 min / 5 min, 4 °C). Der dabei verwendete Puffer war zum Nachweis der 
Chromatinreorganisation R–Puffer (6.1) und zum Nachweis von Veränderungen des 
Acetylierungszustandes 0 × NIB (6.1). Die gewaschenen Zellkerne wurden anschließend 
im entsprechenden Puffer (500 µl) aufgenommen und nach Anfärben mit Hoechst 33342, 
(Endkonzentration 50 ng µl–1), in einer Albert–Sass–Thoma–Kammer gezählt. Im 
Anschluss daran konnte mit den isolierten Zellkernen sofort weitergearbeitet werden. 
Alternativ wurden sie für spätere Analysen als Pellet bei –80 °C eingefroren. 
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2.3 Restriktionsexperimente 
2.3.1 MNase–Spaltung 
Micrococcen Nuklease (MNase) ist eine Ca2+–abhängige Endonuklease ohne ausgeprägte 
Sequenzspezifität, die bei Verwendung von milden Spaltungen (geringe Enzymmenge, 
kurze Verdauzeit, Raumtemperatur) bevorzugt in den für das Enzym zugänglichen Linker–
DNA Bereichen des Chromatins spaltet. Nach Reinigung (2.4.1) und elektrophoretischer 
Auftrennung der DNA–Fragmente in einem Agarose–Gel (2.5.1) sollte das resultierende 
Bandenmuster neben einer ungefähren Fragmentgröße von 200 bp, entsprechend der DNA, 
die in einem Mononukleosom verpackt ist, ganzzahlige Vielfache dieser Fragmente zeigen 
(bis etwa n = 10) (Kornberg, 1974). 
Der Nachweis der nicht degenerierten und somit intakten Chromatinstruktur erfolgte in 
MNase–Puffer 1 (6.1) durch Zugabe von 0,08 U bis 10 U MNase für 1 min bei 
Raumtemperatur pro 1 × 105 Zellkerne. Die Reaktion wurde durch Zugabe von 1 Vol. 
Stop–Puffer gestoppt und die DNA mittels Phenol–Chloroform Extraktion (2.4.1) sowie 
anschließender Ethanolfällung (2.4.1) aufgereinigt und mittels Agarosegelelektrophorese 
aufgetrennt. 
 
2.3.2 DNAse I–Spaltung 
DNAse I ist eine sequenz–unspezifisch wirkende Endonuklease, die sowohl 
doppelsträngige als auch einzelsträngige DNA bevorzugt in Tetranukleotide spaltet. 
DNAse I gespaltene genomische Mais–DNA wurde für die Southern Transfer–Analyse 
2.5.2 benötigt. Es wurde je Ansatz DNA aus 2 × 105 Zellkernen eingesetzt. Die 
Versuchsdurchführung erfolgte homolog zur MNase–Spaltung (2.3.1). 
 
2.3.3 Spaltungen von Chromatin mit Restriktionsendonukleasen 
Es wurden 3 x 106 Zellkerne bei unterschiedlichen Enzymmengen (0 – 10 U/µg) mit den 
Restriktionsendonukleasen BsuRI und HinfI in 250 µl R–Puffer (6.1) für 45 min bei 37 °C 
auf einem vertikal rotierenden Rad inkubiert. Die Reaktion wurde durch Zugabe von 
1 Vol. Stop–Puffer gestoppt und die DNA mittels Phenol–Chloroform–Extraktion (2.4.1) 
und anschließender Ethanolfällung (2.4.1) isoliert. DNA aus 2 × 105 Zellkernen wurde zur 
Kontrolle der mittleren Fragmentlänge mittels Agarosegelelektrophorese aufgetrennt, der 
Rest der Präparation für spätere Experimente bei –20°C gelagert. 
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2.4 Isolierung und Aufreinigung von Nukleinsäuren 
2.4.1 DNA Isolierung 
Isolierung von gesamt–genomischer Blatt–DNA aus Zea mays 
Die Isolierung genomischer DNA basiert auf einer Phenol–Chloroform–Extraktion. Das 
Phenol–Chloroform–Gemisch bewirkt die Denaturierung gelöster Proteine, welche sich in 
der Interphase anreichern und so von den in der wässrigen Phase verbleibenden 
Nukleinsäuren getrennt werden können. Ein Vermeiden von Scherkräften verhindert ein 
Zerbrechen der hochmolekularen DNA in kleinere Fragmente. 
Etwa 50 mg Blattmaterial wurden fein gemörsert und anschließend in 500 µl DNA–
Extraktionspuffer (6.1) aufgenommen. Nach 15 minütigem Homogenisieren wurde die 
DNA mittels Phenol–Chloroform–Extraktion und anschließender Ethanolfällung 
aufgereinigt, in Wasser aufgenommen und bei –20 °C gelagert. 
 
Isolierung von genomischer DNA aus Mesophyll–Zellkernen 
Genomische DNA aus Zellkernen wurde nach dem Protokoll zur Isolierung gesamt 
genomischer DNA mit einigen Modifikationen durchgeführt. So wurden die Zellkerne 
zunächst mit 500 µl DNA–Extraktionspuffer (6.1) mittels Lyse aufgeschlossen und die 
Zelltrümmer vor der Extraktion abzentrifugiert (10.000 g, 10 min, 4 °C). Anschließend 
erfolgte die DNA–Isolierung wie oben beschrieben. 
 
2.4.2 RNA Isolierung 
Isolierung von Gesamt–RNA 
Die Isolierung von RNA aus 50 mg, ca. 7 Tage alten Maisblättern, erfolgte nach dem 
modifizierten TRIZOL–Protokoll von Chomczynski (1993). Das Prinzip ist ähnlich einer 
Phenol–Cloroform–Extraktion (2.4.1), doch wird in diesem Fall wassergesättigtes Phenol 
mit einem pH von 5,5 verwendet, welches eine Trennung der Nukleinsäuren bewirkt. Das 
Blattmaterial wurde fein gemörsert und anschließend in 10 Vol. Trizol (6.1) aufgenommen. 
Nach 15–minütigem Homogenisieren wurde durch Zugabe von Chloroform eine 
Phasentrennung herbeigeführt und nach Zentrifugation (10.000 g, 10 min, 4 °C) die obere, 
wässrige Phase abgenommen. Nach einmaligem Waschen der Phase mit 1 Vol. 
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Chloroform erfolgte die Präzipitation der RNA aus der wässrigen Phase mit zwei Volumen 
eiskaltem Ethanol (96 %) für 1 h bei –20 °C. Anschließend wurde die RNA mittels 
Ethanolfällung gereinigt und in einer adäquaten Menge Wasser aufgenommen. Die RNA 
wurde bei –20 °C gelagert. 
 
Isolierung von RNA aus Zellkernen 
Das Prinzip der Isolierung von RNA aus Zellkernen ist bis auf wenige Ausnahmen 
identisch mit dem der Gesamt–RNA Isolierung. Der Aufschluss von ca. 1 × 106 Zellkernen 
aus einer Kern–Präparation (2.2) erfolgte durch Aufnahme in 40 µl R–Puffer (6.1), gefolgt 
von einer Zugabe von 10 Volumen Trizol. Die Aufreinigung mit einem Volumen 
Chloroform wurde in diesem Fall zweimal durchgeführt, das Pellet in einer adäquaten 
Menge Wasser aufgenommen und bei –20 °C gelagert. 
 
 
2.5 Nachweis von Nukleinsäuren und Proteinen 
2.5.1 Gelelektrophorese 
Bei einer Elektrophorese werden Moleküle (Nukleinsäuren oder Proteine) gemäß ihrer 
Wanderungsgeschwindigkeit in einem elektrischen Feld aufgetrennt, das an eine Gelmatrix 
angelegt wird. Dabei ist ihre Wanderungsgeschwindigkeit abhängig von der Stärke des 
elektrischen Feldes, der Nettoladung, Größe und Konformation der Moleküle, sowie der 
Ionenstärke, der Porengröße und der Temperatur der verwendeten Gelmatrix. 
 
Agarosegelelektrophorese 
Die Agarosegele wurden nach Sambrook and Russel (2002) hergestellt, in horizontale 
Gelträger gegossen und in spezielle Elektrophoresekammern gegeben, die 1 × TAE (6.1) 
als Laufpuffer enthielten. Die DNA–Lösung wurde mit 15 % (v/v) Kresolrot–Ladepuffer 
(6.1) versetzt und in die Geltaschen pipettiert. Die Elektrophorese fand bei 15 V/cm für 30 
bis 45 min statt. Die Visualisierung der DNA–Banden geschah über Ethidiumbromid 
(EtBr, 6.1), das sich sowohl im Gel, wie auch im Laufpuffer mit einer Konzentration von 
0,2 µg/ml befand und in die DNA–Doppelstränge interkaliert. Durch Anregung mit 
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UV Licht einer Wellenlänge von 302 nm wurden diese Banden als rot–orange Fluoreszenz 
sichtbar, die mit dem Fotodokumentationssystem Herolab UVT–20 dokumentiert wurden. 
 
Denaturierende Natriumdodecylsulfat–Polyacrylamid–Gelelektrophorese 
Die denaturierende Natriumdodecylsulfat–Polyacrylamid–Gelelektrophorese beruht auf 
dem unter 2.5.1 beschriebenen Grundprinzip. Bei der verwendeten Gelmatrix handelt es 
sich um Polyacrylamid, das in vertikale Gelapparaturen gegossen wird. In der Gelmatrix 
befindet sich relativ zu den aufzutrennenden Proteinen ein Überschuss an negativ 
geladenem Natriumdodecylsulfat (SDS), das sich in einem konstanten Gewichtsverhältnis 
an die Proteine anlagert, dadurch deren positive Ladungen ausgleicht und sie vollständig 
denaturiert. Alle Proteine werden negativ geladen, wobei die Nettoladung von ihrer 
Molmasse abhängt. Somit wandern sie in der Elektrophorese in ladungsabhängiger 
Geschwindigkeit zur Anode. Im Rahmen dieser Arbeit wird das Lämmli–Gelsystem 
verwendet, bei dem die Proteine zuerst in einem Sammelgel konzentriert werden, bevor sie 
in einem Trenngel aufgetrennt werden. Das Sammelgel enthält 5 % Polyacrylamid, das 
Trenngel je nach Anwendung 8 – 15 % (Laemmli, 1970; Sambrook and Russel, 2002). 
 
Reagenz Sammelgel Trenngel 
Acrylamid:Bisacrylamid 
im Verhältnis 37,5 : 1 5 % (w/v) 8 – 15 % (w/v) 
Tris–HCl, pH 6,8 127 mM – 
Tris–HCl, pH 8,8 – 375 mM 
SDS 0,1 % (w/v) 0,1 % (w/v) 
APS 0,1 % (w/v) 0,1 % (w/v) 
TEMED 0,1 % (v/v) 0,04 % (v/v) 
 Die Tabelle zeigt die Zusammensetzung von Trenn– und Sammelgelen bei der  
 denaturierenden Natriumdodecylsulfat–Polyacrylamid–Gelelektrophorese. 
 
Nach Zugabe von 1 Vol. 2 × Lämmli–Ladepuffer (6.1) und 5 minütiger Inkubation wurden 
die Proben in die Geltaschen pipettiert. Die Elektrophorese erfolgte in 1 × Tris–Glycin–
Puffer (6.1) bei anfänglich 10 V/cm, bis die Proben sich im Sammelgel konzentriert hatten, 
und dann bei 20 V/cm. Die Elektrophorese wurde beendet, sobald der blaue Farbstoff des 
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Lämmli–Ladepuffers aus dem Gel ausgetreten war. Als Größenstandard diente der 
Proteinmarker 6H. Nach Beendigung der Elektrophorese erfolgte das Anfärben des Gels in 
Coomassie–Färbelösung (6.1) für 30 min. Ein Fixieren der Proteinbanden und das 
Entfärben des Hintergrunds erfolgte in Coomassie–Fixierlösung (6.1) innerhalb von 60 
Minuten. 
 
2.5.2 Southern Blot–Analyse 
Der Nasstransfer (blotting) von DNA erfolgte durch Kapillarkräfte. Die aufgetrennte 
genomische Mais DNA (20 µg) wurde vom Agarosegel auf eine Trägermembran 
übertragen. Es wurden ausschließlich Nylonmembranen verwendet, da sie stabiler sind als 
Nitrozellulosemembranen und mehrfach für Hybridisierungen verwendet werden können. 
Zur irreversiblen Fixierung der DNA an die Membran wurde die DNA behaftete Seite für 
2 min mit UV–Licht (λ = 302 nm) bestrahlt (Ausubel et al., 1992).  
 
Das Agarosegel wurde zweimal für je 30 min in Denaturierungslösung geschwenkt. Die 
Membran und das Whatman–Papier wurden zunächst mit H2O befeuchtet, dann 10 min in 
Denaturierungslösung geschüttelt und anschließend zweimal für je 30 min in 
Neutralisierungslösung geschwenkt. Nach kurzem, zweimaligen Spülen mit H2O für je 
5 min wurde das Gel auf Whatman–Papier, welches so auf einer Glasplatte lag, dass es an 
beiden Seiten mit den Enden in das Pufferreservoir unterhalb der Glasplatte tauchte. Die 
Nylonmembran, vier Lagen Whatman–Papier und ca. 10 cm hoher Zellstoff wurden 
blasenfrei auf das Gel gelegt und mit einer Glasplatte beschwert. Der Aufbau wurde in 
Frischhaltefolie eingepackt und über Nacht bei Raumtemperatur stehen gelassen. Am 
nächsten Tag wurde die Membran kurz in 2 × SSC–Puffer geschwenkt und dann die darauf 
befindliche DNA fixiert. 
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2.6 PCR–Techniken 
Die PCR (Polymerase Chain Reaction) ist eine effiziente Methode zur spezifischen 
Vermehrung von DNA–Sequenzen in vitro (Mullis and Faloona, 1987). Sie teilt sich in 
drei Abschnitte: die Denaturierung, (Aufschmelzen der dsDNA in Einzelstränge), die 
Hybridisierung (Anlagern spezifischer Oligonukleotide an die komplementären DNA–
Sequenzen, die das zu vermehrende DNA–Fragment flankieren) und die Synthese 
(Synthese eines neues DNA–Stranges durch die Taq–Polymerase, ausgehend vom 3’–Ende 
der angelagerten Oligonukleotide). Durch eine zyklische Wiederholung von 
Denaturierung, Hybridisierung und Synthese kommt es zu einer exponentiellen 
Amplifikation des gewünschten DNA–Abschnittes. 
 
2.6.1 quantitative real–time–PCR 
In der real–time–PCR wird die Entstehung der PCR Produkte während der Amplifikation 
via Fluoreszenz–Änderungen gemessen. In dieser Arbeit wurden zwei unterschiedliche 
Detektionsmethoden verwendet: SYBR Green I und TaqMan Assays. 
Die einfachste real–time–PCR Methode beruht auf der Zugabe von SYBR Green I, einem 
Farbstoff, der bei Anlagerung an doppelsträngige PCR Produkte seine Fluoreszenz erhöht. 
Entgegen der klassischen Methode der Detektion im Agarose–Gel geht die zusätzliche 
Information über die Länge des Produktes verloren; die Methode ist daher nicht geeignet, 
das PCR Experiment zu verifizieren. Durch eine anschließende Schmelzanalyse kann 
jedoch eine grobe Einschätzung vorgenommen werden; zumindest Primer–Dimere als 
häufig präsente Nebenprodukte können in der Schmelzanalyse erkannt werden. 
Die andere hier verwendete Methode ist der 5–Nuklease–Assay, besser bekannt als 
TaqMan–Assay. Hierbei wird eine doppelt markierte Oligonukleotid–Sonde verwendet, die 
einen Reporter–Fluoreszenzfarbstoff (FAM) und einen Quencher (TAMRA) trägt. Der 
Quencher löscht oder mindert die Fluoreszenz des Reporters durch Kollision der 
Sondenenden. Die Sonde bindet an das entstehende PCR–Produkt und wird von der 
Polymerase hydrolysiert, so dass Reporter und Quencher getrennt werden, wodurch die 
Fluoreszenz zunimmt. Dieses Signal ist demnach von der Existenz der Bindungsstelle 
abhängig und verifiziert die PCR–Reaktion. 
Alle real–time–PCRs wurden mit Reagenzien und nach Anleitung aus dem „qPCR Core 
Kit for SYBR GREEN I“ (Eurogentec) durchgeführt. Das verwendete Thermoprofil war 
das Standard Profil des real–time RCR–Gerätes ABIPrism 7700 (7000) Sequence 
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Detection System (Applied Biosystems). Die einzelnen Sequenzen und Primer sind in 
Kapitel 6.3 und 6.4 dargestellt. 
 
2.6.2 real–time RT–PCR 
Vor der Erststrangsynthese wurde RNA (2.4.2) aus 3 × 103 Zellkernen für 15 min mit 
1,4 U DNAse I in 32,5 mM MgCl2 behandelt, um eventuelle DNA Reste in der RNA–
Präparation abzubauen. Zur Inaktivierung der DNAse I fand ein Denaturierungsschritt für 
15 min bei 70 °C statt. Der Ansatz wurde anschließend mit sequenzspezifischen Primern, 
Endkonzentration 2,5 µM, vermischt, 10 min bei Raumtemperatur inkubiert und auf 4 °C 
abgekühlt. Anschließend wurde MMLV–RT, (Endkonzentration 10 U/µl), und dNTP–Mix, 
Endkonzentration 1 mM, zugegeben und für 60 min bei 37 °C inkubiert. Das Stoppen der 
Reaktion erfolgte durch Erhitzen des Reaktionsansatzes für 10 min auf 70 °C und 
anschließendem Abkühlen auf Eis. Danach folgte eine, unter 2.6.1 beschriebene, real–
time–PCR. 
 
 
2.7 Radioaktive Hybridisierung 
Die radioaktive Markierung von DNA–Fragmenten (Herstellung von Southern–Blot–
Hybridisierungsproben) erfolgte entweder in verschweißten Hybridisierungsbeuteln im 
Wasserbad oder in Flaschen im Ofen. Da Sonde und imobilisierte DNA von der gleichen 
Spezies (Zea mays) stammten, wurde aufgrund der daraus resultierenden hohen DNA–
Homologie bei hoher Stringenz (65 °C) hybridisiert und gewaschen. Als Hybridisierungs–
Puffer wurde PEG–Hybridisierungslösung (6.1) verwendet. 
Um eine unspezifische Bindung der radioaktiv markierten DNA–Sonden an das 
Filtermaterial zu verhindern, erfolgte eine Prähybridisierung für 2 h bei 65 °C. Als 
Prähybridisierungslösung wurde die PEG–Hybridisierungslösung (6.1) unter Zugabe von 
Heringssperma–DNA (HSD, Endkonzentration 100 µg / ml) verwendet. Die HSD wurde 
zuvor für 10 min bei 95 °C denaturiert und anschließend auf Eis abgekühlt. 
Für die Markierungsreaktion der Sonde wurde etwa 25 ng aufgereinigtes PCR–Produkt mit 
[α–32P] dCTP radioaktiv markiert. Das PCR–Produkt, in H2O aufgenommen, wurde für 
10 min bei 95 °C denaturiert. Nach Abkühlung auf Eis und kurzer Zentrifugation wurden 
5 µl 5 × OLB, 10 mg BSA, 2 U Klenow–Fragment und 1.000 kBq [α–32P] dCTP 
zugegeben. Das Gesamtvolumen betrug 25 µl, die Reaktion fand bei 37 °C für 1 h statt. 
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Nach der Markierungsreaktion wurden die Sonden mittels des QIAgen–Nucleotide–
Removal–Kits aufgereinigt. 
Um potentielle, repetetive Bereiche, welche schneller hybridisieren als Einzelkopie–
Bereiche, abzublocken, wurden zu der markierten, aufgereinigten Sonde 200 µg Hybridime 
(gescherte humane Plazenta–DNA) gegeben. Die DNA wurde für 10 min bei 95 °C 
denaturiert und anschließend mit 2 ml auf 65 °C erwärmten Hybridisierungs–Puffer 
vermischt. Die Präassoziation erfolgte für 1,5 h bei 65 °C. Anschließend wurde die 
präassoziierte Probe zur Prähybridisierungslösung pipettiert. Nach 14 bis 16 h 
Hybridisierung wurden die Filter in 2 × SSC (Raumtemperatur) für wenige Minuten, 
danach in 2 × SSC / 0,1 % SDS bei 65 °C für ca. 10 min geschwenkt. Zur Reduktion des 
Hintergrundsignals wurden Waschlösungen mit höherer Stringenz, z. B. 1 × SSC / 
0,1 % SDS oder 0,1 × SSC / 0,1 % SDS verwendet. Die Visualisierung der Signale erfolgte 
mit einem Phosphor Imager–Screen. 
 
 
2.8 Formaldehyd–Vernetzung 
Die Fixierung von Chromatin in seinem in vivo Zustand erfolgte mittels Formaldehyd 
(HCHO). Dieses bildet Methylen–Brücken zwischen den Stickstoff enthaltenden 
Funktionen (ε–Aminogruppen bei Proteinen, Amino– und Iminogruppen bei DNA), so 
dass die mit der DNA assoziierten Proteine dauerhaft an die DNA gebunden werden. Die 
Anzahl der Methylen–Brücken und somit die Stablilität der Bindung ist konzentrations– 
sowie zeitabhängig und bis zu einem gewissen Grad reversibel. Die Reversibilität ist 
jedoch Voraussetzung für eine erfolgreiche Analytik, da die DNA vor der PCR wieder von 
den assoziierten Proteinen gelöst werden muss. Das Auflösen der Vernetzung erfolgte 
durch Hitzebehandlung (6 h, 65 °C) unter Zugabe von NaCl (Jackson, 1999; Orlando, 
2000). 
Ein Aliquot Zellkerne (2.2) wurde in R–Puffer (6.1) resuspendiert und mit 0,1 Vol. 1 % 
(v/v) Formaldehydlösung versetzt. Nach Inkubation auf einem vertikal rotierenden Rad 
erfolgte ein Abstoppen der Reaktion durch Zugabe von 0,1 Vol. 2,5 M Glycin und einer 
weiteren fünfminütigen Inkubation. Die so behandelten Zellkerne wurden in 1 Vol. DNA 
Extraktionspuffer (6.1) aufgenommen und zentrifugiert (1.350 g, 5 min, RT). Im Überstand 
befanden sich Chromatinfragmente, die pelletierten Zellkerntrümmer wurden verworfen. 
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Der Überstand wurde in einem zehnfach größerem Volumen ChIP Inkubationspuffer 1085 
(6.1) aufgenommen. 
 
 
2.9 Säurehydrolyse von Zellkernen 
Die Zugabe von Schwefelsäure (H2SO4) zu einer Zellkern–Suspension führt zu einer 
Hydrolyse der Zellkerne. Ein anschließender Zentrifugationsschritt trennt freie Histone von 
DNA–Histon–Komplexen. Die freien Histone befinden sich nach der Zentrifugation im 
Überstand, während die an DNA gebundenen Histone pelletieren. Im Rahmen dieser 
Arbeit wurde diese Methode mit formaldehydbehandelten Zellkernen angewendet. Nach 
einer Dialyse zur Entfernung des Formaldehyds, kann der Ansatz durch eine SDS–
Gelelektrophorese analysiert werden. 
Nach Zugabe von 0,1 Vol. 4 M H2SO4 zu den isolierten (2.2) und mit Formaldehyd 
behandelten (2.8) Zellkernen wurden die Ansätze für 10 min bei RT auf einem vertikal 
rotierenden Rad inkubiert. Nach Zentrifugation (10.000 × g, 10 min, RT) und Überführung 
der Überstände in neue Reaktionsgefäße wurden diese einer Dialyse in „Pierce Slide–A–
Lyzer Mini Dialysis Units“ unterzogen. Zuvor wurden die Dialysegefäße in Dialysepuffer 
(6.1) präinkubiert. Die Dialyse fand gegen den Dialysepuffer für 3 Stunden bei 
Raumtemperatur statt. Nach Überführung der Proben in frische Reaktionsgefäße wurden je 
10 µl mit 1 Vol. 2 × Lämmli–Ladepuffer (6.1) versetzt, 10 min denaturiert und auf einem 
15 % (w/v) Polyacrylamid–Gel aufgetrennt (2.5). 
 
 
2.10 nChIP–Probenvorbereitung 
Das Chromatin der intakten Zellkerne wurde, wie in Kapitel 2.3.1 beschrieben, mit einer 
vorher austitrierten Menge Micrococcen Nuklease (MNase) (2.3.1), so gespalten, das Di– 
und Tri–Nukleosome nach einer Agarosegelelektrophorese (2.5.1) sichtbar waren. Ein 
Abstoppen der Restriktion erfolgte mit einer Endkonzentration von 500 mM EDTA. Eine 
Kontrolle der Spaltung erfolgte mit Hilfe einer Agarosegel–Elektrophorese. Dazu wurde 
ein Teil der Zellkerne lysiert und die DNA extrahiert. Um vergleichende Experimente 
durchführen zu können, müssen alle Ansätze einen identischen Grad der Spaltung 
aufweisen. 
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Die so behandelten Zellkerne wurden nun zentrifugiert (1.350 g, 5 min, RT) und der 
Überstand verworfen. Es erfolgte eine Resuspension der Zellkerne in Lysepuffer 1085 
(6.1) und eine anschließende Inkubation auf Eis für 30 min. Nach einem weiteren 
Zentrifugationsschritt (1.350 g, 5 min, RT) befanden sich Chromatinfragmente im 
Überstand, die pelletierten Zellkerntrümmer wurden verworfen. Der Überstand wurde in 
einem zehnfachen Volumen ChIP Inkubationspuffer 1085 (6.1) aufgenommen. 
 
 
2.11 Chromatin–Immunopräzipitation (ChIP) 
Die Chromatin–Immunopräzipitation ist eine Technik, die es ermöglicht Protein–DNA–
Interaktionen im Zellkern nachzuweisen. Das zu untersuchende Material ist Chromatin. 
Hierbei ist wichtig, dass eine intakte Struktur des Chromatins vorliegt. Die 
Chromatinstruktur sollte während der Durchführung des Experimentes stabil und 
unverändert sein. In dieser Arbeit wurde zunächst die gängige Methode der fixierten 
Chromatin–Immunopräzipitation (xChIP) durchgeführt, später jedoch zu der nativen 
Chromatin–Immunopräzipitation (nChIP) gewechselt und diese durch eine Kombination 
von verschiedenen, in der Literatur beschriebenen, Protokollen (Belyaev et al., 1996; Li et 
al., 2001; Morrison and Jeppesen, 2002; Nagaki et al., 2003; O'Neill and Turner, 2003) für 
die in dieser Arbeit geforderten Fragestellung optimiert. 
Für ein Experiment mit den Antikörpern α H3 (Upstate), α H4 (Serotec), α AcH3 
(Upstate), α AcH4 (Upstate) und α hyperAcH4 (Upstate) wurden je Ansatz 1 × 109 
Zellkerne eingesetzt, die wie in Kapitel 2.8 bzw. Kapitel 2.10 vorbereitet wurden. Zur 
Bindung von unspezifisch bindenden Fragmenten wurde nun 80 µl Protein A Agarose 
(Upstate) zugegeben und 60 min bei Raumtemperatur leicht geschwenkt. Nach 
Zentrifugation (1.350 g, 5 min, RT) wurde der Überstand aliquotiert. Ein Aliquot wurde 
pro einzusetzendem Antikörper und eins zur Messung der in die Immunopräzipitation 
eingesetzte Menge an Gesamt–Chromatin verwendet. Dies war zur Standardisierung der 
am Ende folgenden quantitativen PCR notwendig. 
Zu jedem Aliquot wurde nun die entsprechende Menge an Antikörper (10 bis 20 µg) 
zugegeben und über Nacht bei Raumtemperatur und leichtem Schwenken inkubiert. Es 
folgte eine erneute Zugabe von 80 µl Protein A Agarose und eine vierstündige Inkubation 
bei Raumtemperatur zur Bindung der Antikörper–Chromatin–Komplexe. Nach 
Pelletierung der Agarose mittels Zentrifugation (1.350 g, 5 min, RT) wurde diese nach dem 
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Herstellerprotokoll gewaschen und zentrifugiert (1.350 g, 1 min, RT); zunächst mit 1 ml 
Low Salt Immune Complex Wash Buffer (6.1) dann mit 1 ml High Salt Immune Complex 
Wash Buffer (6.1) und im dritten Schritt mit 1 ml LiCl Immune Complex Wash Buffer 
(6.1). Ein finales Abspülen der Agarose erfolgte mit TE Puffer (6.1). Das Ablösen der 
Antikörper vom Chromatin erfolgte durch zehnminütiges Erhitzen der Proben auf 95 °C. 
Die nun ungebundene und denaturierte DNA in Lösung konnte mittels real–time–PCR 
quantifiziert werden. 
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3.  Ergebnisse 
 
In dieser Arbeit werden Beiträge zur Aufklärung der Rolle der Chromatinstruktur in der 
Promotorregulation beschrieben. Als Ausgangsmaterial aller hier gezeigten Ergebnisse 
dienten isolierte Zellkerne aus dem Mesophyll junger Maisblätter. Daher wird zunächst die 
Präparation und eine ausführliche Charakterisierung dieser Zellkerne vorgestellt, um 
anschließend einen möglichen Einfluss von Chromatin–Reorganisation auf die 
Genaktivierung nachzuweisen. Als Modell–Promotor wurde hierzu der Zea mays C4–
PEPC–Promotor verwendet. 
Ein weiterer in dieser Arbeit untersuchter Aspekt ist die Promotoraktivierung durch 
Histonmodifikationen. Als Modifikation wurde der Acytelierungszustand von Histonen 
innerhalb des C4–PEPC–Promotors ausgewählt. Der Nachweis von Veränderungen 
erfolgte via Chromatin Immunopräzipitation, wobei diese Technik zunächst für die hier 
beschriebene Anwendung optimiert werden musste. 
Da alle hier gezeigten Ergebnisse sich auf die in vivo Situation beziehen, lässt sich aus den 
erhaltenen Daten eine Hypothese zur Expressionsregulation des photosynthetisch aktiven 
Zea mays C4–PEPC–Promotors auf der Chromatinebene ableiten. 
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3.1 Isolierung von intakten Zellkernen aus Maisblättern 
Zur Untersuchung der lichtinduzierten Reorganisation der Chromatinstruktur in vivo war es 
notwendig, intakte Zellkerne aus Maisblättern zu isolieren. Das Verfahren basiert auf 
einem von Fan und Sugiura (1995) beschriebenen Protokoll für Dicotyledonae, welches im 
Rahmen dieser Arbeit auf Blätter monocotyler Pflanzen angepasst wurde. 
Die der Pflanze als Schutz vor Umwelteinflüssen und Parasiten sowie zur mechanischen 
Stabilisierung dienenden kutikularen Wachse wurden zunächst mit Diethylether von den 
Blättern gewaschen (Folta and Kaufman, 2000; Watson and Thompson, 1986). Nach 
mechanischem Aufschluss der Maisblätter und Abfiltrieren von Makropartikeln erfolgte 
die Aufreinigung und Anreicherung von Mesophyllzellkernen, welche auf dem Prinzip der 
differenziellen Sedimentation beruht. Intakte Zellkerne haben eine hohe Dichte und  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 3–1: Isolierte Zellkerne aus dem Mesophyllgewebe von Zea mays 
Fotographie durch ein Phasenkontrast–Mikroskop (400 x vergrößert). Es zeigt eine 1:100 Verdünnung der 
Präparation, deren typische Ausbeute etwa 6 × 107 Zellkerne entsprach. Der weiße Pfeil markiert 
exemplarisch einen Chloroplasten, der schwarze Pfeil zeigt auf einen mit Hoechst 33342 angefärbten 
Zellkern. 
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sedimentieren daher sehr schnell auch in viskosen Lösungen. In Abbildung 3–1 ist ein Foto 
einer typischen Zellkernpäparation dargestellt. Neben den präparierten Zellkernen, die 
durch die Anfärbung mit Hoechst 33342 im UV–Licht blau fluoreszieren, sind 
Kontaminationen mit Chloroplasten (grün) und Zelltrümmern sichtbar. Diese hatten jedoch 
auf die weiteren Experimente keinen negativen Einfluss und konnten daher toleriert 
werden. Die so gewonnenen Zellkerne konnten zur Aufbewahrung bei –80 °C gelagert 
werden. 
 
 
3.2 Charakterisierung der Zellkern–Präparationen 
Für weitere Experimente war es notwendig, die isolierten Zellkerne (3.1) auf ihre Qualität 
zu überprüfen. Dies geschah zum einen durch die Größenbestimmung der in den 
Zellkernen befindlichen DNA–Fragmenten, zum anderen durch die Charakterisierung des 
Chromatins. 
 
Zur Größenbestimmung und Überprüfung der Stabilität der in den Zellkernen befindlichen 
DNA wurden diese für verschiedene Zeiträume unter Restriktionsbedingungen (2.3.3), 
jedoch ohne Restriktionsendonukleasen inkubiert. Abbildung 3–2 zeigt die präparierte 
DNA nach Inkubation der Zellkerne bei 37 °C. Die dargestellte, aus den Zellkernen  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 3–2: DNA–Qualität der aus Blattgewebe gewonnenen Zellkerne 
Dargestellt ist die EtBr–vermittelte Fluoreszenz von DNA nach elektrophoretischer Trennung (2.5.1). Die 
DNA wurde nach Inkubation bei 37 °C aus etwa 5 × 104 Kernen aus Maisblättern mittels Phenol–Chloroform 
Extraktion (2.4.1) extrahiert. M = PstI–gespaltene λ–DNA 
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isolierte DNA ist mit einer mittleren Länge von mehr als 11.500 bp hinreichend 
hochmolekular. Die Fragmentlänge ändert sich auch bei ausgedehnten Inkubationen bei 
37 °C in Restriktionspuffer nicht. Somit konnte gezeigt werden, dass die isolierten 
Zellkerne frei von Nukleasen sind und intakte, hochmolekulare DNA in den Zellkernen 
enthalten ist. 
 
Da die Länge der DNA alleine keine Auskunft darüber gibt, ob in den Zellkernen intaktes 
Chromatin enthalten ist, wurden die präparierten Zellkerne einer zeitlich kontrollierten in 
situ Restriktion mittels Micrococcen Nuklease (MNase) unterzogen. In Abbildung 3–3 ist 
die elektrophoretische Trennung von DNA aus den Zellkernen nach MNase–Spaltung 
dargestellt. Die durchschnittliche Größe der isolierten DNA–Fragmente beträgt hier 
wenigstens 11.000 Basen, dies deutet auf eine geringe Degradation des Chromatins durch 
kontaminierende Nukleasen hin. Mit zunehmender MNase–Konzentration ist zunächst 
keine deutliche Veränderung zu beobachten, jedoch in Spur 5 (10 U MNase) ist die  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
typische Nukleosomenleiter mit Fragmenten mit einem Größenabstand von jeweils 180 bi 
200 bp erkennbar. Dies entspricht jeweils einem durch ein Nukleosom vor MNase–
Spaltung geschützten Bereich, was für eine intakte DNA–Nukleosom–Struktur in den 
isolierten Zellkernen indikativ ist. Die durchgeführten Experimente zeigen, dass die 
Chromatinstruktur der isolierten Zellkerne physiologisch intakt ist und sich somit für 
weitere Experimente eignet. 
Abbildung 3–3: Typisches Bandenmuster von MNase gespaltenem Chromatin 
Dargestellt ist die EtBr–vermittelte Fluoreszenz von DNA nach elektrophoretischer Trennung (2.5.1). Die 
abgebildeten Proben stammen aus 1 × 105 Zellkernen und wurden mit folgenden MNase–Konzentrationen, 
von links nach rechts, inkubiert: 0 U, 0,08 U, 0,4 U 2 U und 10 U. M = PstI– gespaltene λ–DNA 
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3.3 Überprüfung der Promotoraktivität in den isolierten Zellkernen 
Bevor die Experimente zu Veränderungen in der Chromatinstruktur durchgeführt werden 
konnten, war es von essentieller Bedeutung, die C4–PEPC–Promotoraktivität zu 
überprüfen. Dies erfolgt zumeist über Detektion der von einem bestimmten Gen gebildeten 
mRNA. Die im Kern gebildete mRNA wird jedoch kontinuierlich aus dem Zellkern heraus 
transportiert. Da bei der oben beschriebenen Zellkernpräparationsmethode neben 
Mesophyllzellkerne auch andere Zellkompartimente präpariert werden, ist dieses Vorgehen 
in diesem Fall nicht geeignet, denn außerhalb des Zellkerns befindliche mRNA würde 
mitdetektiert werden. Der in dieser Arbeit verwendete Marker für Untersuchungen der 
Promotoraktivität war hnRNA, die sich ausschließlich ungespleißt im Zellkern befindet. 
Diese ist sehr kurzlebig und damit indikativ für den aktuellen Stand der Synthese (Ullman, 
2002). 
Für einen direkten Vergleich zwischen der Transkriptmenge der C4–PEPC–RNA aus 
Zellkernen von etiolierten, bzw. ergrünten Blättern wurde zunächst versucht, alle 
aufgenommenen Daten auf eine RNA zu standardisieren, dessen Expression nicht durch 
Belichtung der Pflanzen beeinflusst wird (Maurino et al., 2001). Diese Versuche wurden 
mit dem C3–spezifischen–Malat–Enzym (EC 1.1.1.40) und GAPDH (EC 1.2.1.12) 
durchgeführt, kamen jedoch zu nicht völlig übereinstimmenden Ergebnissen. Es konnte in 
beiden Fällen eine unterschiedliche Transkriptmenge in Kernen aus etiolierten und aus 
ergrünten Maisblättern gemessen werden (Daten nicht gezeigt). 
Da für eine Aussage zur vorhandenen Transkriptmenge eine Standardisierung essentiell 
war, wurden identische Mengen an Zellkernen aus etiolierten und ergrünten Maisblättern 
(2.2) zur Isolierung von RNA (2.4.2) verwendet. Die Quantifizierung der cDNA erfolgte 
mittels real–time RT–PCR (2.6.1). Die hierfür gewählten Primer (Kapitel 6.4) waren 
spezifisch für das C4–PEPC Gen und befanden sich in Intron–Exon–Übergängen, so dass 
die daraus amplifizierten Produkte auf nicht gespleißte hnRNA schließen lassen. Um die 
Anwesenheit von genomischer DNA auszuschließen, wurden vor Beginn der quantitativen 
RT–PCR eine DNase–Spaltung und jeweils Parallelansätze mit und ohne RT–Enzym 
durchgeführt. Da das C4–PEPC Gen lichtreguliert ist, sollte in Zellkernen aus ergrünten 
Blättern RNA nachgewiesen werden können, in etiolierten Blättern dagegen nicht. 
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In Abbildung 3–4 wird das Ergebnis der Transkriptionskontrolle auf zwei verschiedene 
Arten dargestellt. Teil A zeigt, dass in Zellkernen aus ergrünten Blättern über 10 × mehr 
PEPC–RNA enthalten ist als in Zellkernen aus etiolierten Blättern. Allerdings kann 
hnRNA für PEPC auch klar aus Zellkernen von etiolierten Blättern nachgewiesen werden, 
was als ein PEPC Grundzustand mit reduzierter, aber vorhandene Transkriptionsfaktor–
Aktivität gedeutet werden kann. Die quantitative real–time RT–PCR wurde dreimal mit 
unabhängig voneinander präparierten Zellkernen durchgeführt, die sich daraus ergebende 
Standardabweichung ist eingezeichnet. 
B etiolierte Blätter ergrünte Blätter  
 + – + – RT 
PEPC ← 155 bp 
Abbildung 3–4: C4–PEPC–Promotoraktivität 
A: Quantifizierung des Transkriptionsstatus mittels real–time RT–PCR. Es wurde RNA von 3 × 105
Zellkernen von etiolierten (links) und ergrünten (rechts) Blättern verwendet. Die dargestellten Mengen 
wurden standarisiert auf eine Verdünnungsreihe genomischer DNA (1 Einheit entspricht der Produktmenge 
aus 1 ng genomischer Mais DNA). Die gezeigten Ergebnisse basieren auf drei unabhängigen RNA–
Präparationen, eingezeichnet ist zudem die Standardabweichung. B: Dargestellt ist die EtBr–vermittelte 
Fluoreszenz von RT–PCR Produkten nach elektrophoretischer Trennung (2.5.1). Abgebildet sind 
exemplarisch die Produkte eines, wie unter A beschriebenen, Quantifizierungsexperiments. Gezeigt werden 
Amplifikationsprodukte mit (+) und ohne (–) reverse Transkriptase (RT). Die abgebildete Fragmentgröße 
entspricht mit 155 bp der erwarteten Größe. 
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Eine gelelektrophoretische Auftrennung der PCR–Produkte, wie in Teil B gezeigt, bestätigt 
visuell das in der quantitativen real–time RT–PCR ermittelte Ergebnis. Zudem zeigte es als 
Kontrolle ein PCR–Fragment in gewünschter Produktgröße und das in den RT–
Kontrollansätzen ohne reverse Transkriptase kein PCR–Produkt entstand. Dies bedeutet, 
dass eine Kontamination durch genomische DNA ausgeschlossen werden kann. Aus dem 
Experiment resultiert, dass eine 16–stündige Belichtung von Maispflanzen ausreichend ist, 
um die C4–PEPC Expression in ergrünten Pflanzen stark zu erhöhen. Es kann ein 
deutlicher Unterschied zwischen der vorhandenen Grundmenge und der gemessenen 
Menge an C4–PEPC–Transkript in ergrünten Blättern nachgewiesen werden, welches eine 
wichtige Voraussetzung für vergleichende Untersuchungen ist. 
 
 
3.4 DNAse I Schutzexperimente 
Zum Nachweis von DNAse I hypersensitiven Regionen wurden DNAse I 
Schutzexperimente durchgeführt. Das DNAse I Schutzexperiment (DNAse I footprinting), 
ist eine Methode zur Untersuchung von Protein–DNA–Interaktionen. Dabei wird davon 
ausgegangen, dass ein Transkriptionsfaktor bei der Bindung an die DNA eine 
hypersensitive Stelle erzeugt, an der die DNAse I bevorzugt spalten kann (Bailly et al., 
2005; Gregory et al., 1998). Ist diese Bindestelle jedoch von einem anderen 
Proteinkomplex blockiert, so kann der Transkriptionsfaktor nicht binden und eine Spaltung 
der DNA durch die DNAse I wird erschwert, da keine hypersensitive Stelle entsteht. Im 
Vergleich zweier Zustände sollte man in diesem Fall ein unterschiedliches Bandenmuster 
erhalten, welches nicht nur auf die Position, sondern auch auf die Sequenz dieser 
„geschützten“ Position schließen lässt. 
Im Rahmen dieser Arbeit wurde versucht, Unterschiede zwischen isolierten Zellkernen aus 
etiolierten und ergrünten Blattmaterial nachzuweisen, um daraus ggf. eine Reorganisation 
des Chromatins ableiten zu können. Hierzu wurden Zellkerne partiell mit DNAse I 
gespalten (2.3.2), die resultierende DNA elektrophoretisch aufgetrennt (2.5.1) und ein 
Southern Transfer durchgeführt (2.5.2). Zur anschließenden radioaktiven Hybridisierung 
(2.7) wurden zwei unterschiedliche Sonden aus den PCR–Produkten (PCR–Primer 103/104 
und 106/107, Kapitel 6.4) verwendet, welche zwei Regionen des Promotors (Abbildung 1–
3) abdecken, an dem bereits verschiedene, funktionale Boxen beschrieben wurden 
(Schäffner and Sheen, 1992; Yanagisawa and Sheen, 1998). In Abbildung 3–5 ist 
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exemplarisch ein Ergebnis eines DNAse I Schutzexperimentes dargestellt. Auf der linken 
Seite der Abbildung (A) ist als Kontrolle die EtBr–vermittelte Fluoreszenz der DNA aus 
Zellkernen nach einer DNAse I–Spaltung dargestellt. Die eingesetzte Enzymkonzentration 
nimmt von links nach rechts von 0 bis 1,4 Units pro Ansatz zu. Es ist dabei gut erkennbar, 
dass die mittlere Fragmentgröße der DNA mit ansteigender Enzymkonzentration abnimmt. 
Durch die Titration der DNase–Menge sollte eine Probe erzeugt werden, die eine 
möglichst große Verteilung der mittleren Fragmentgröße besitzt. Die rechte Seite der  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung (B) zeigt eine Autoradiographie des Southern Transfers, Grundlage war ein 
Agarosegel, wie in Abbildung 3–5 A dargestellt, welches geblottet und mit den PEPC–
DNA Sonden hybridisiert wurde. Im Vergleich von identisch stark partiell gespaltenen 
Zellkernen aus etiolierten und ergrünten Blättern sind nicht nur keine Unterschiede 
erkennbar, sondern es fällt auch auf, dass die Sonde unspezifisch an die gespaltene DNA 
bindet. Ein Austausch der Sonde und eine Variierung der Hybridiserungsbedingungen 
Abbildung 3–5: Ergebnis eines DNAse I Schutzexperimentes 
A: Dargestellt ist die EtBr–vermittelte Fluoreszenz von DNA aus DNAse I gespaltener Zellkerne nach 
elektrophoretischer Trennung (2.5.1). Die abgebildeten Proben stammen aus 1 × 105 Zellkernen und wurden 
mit folgenden DNAse I–Konzentrationen, von links nach rechts, inkubiert: 0 U, 0,078 U, 0,23 U 0,7 U und 
1,4 U. M = DIG–Marker VIII (Roche). B: Gezeigt ist die Autoradiographie eines Southern Blots (2.5.2), 
nach Hybridisierung mit entsprechender Sonde, mittels eines Phosphor Imager–Screens. Die Expositionszeit 
betrug 20 min. Diskrete Banden im Vergleich zu Bild A sind nicht erkennbar. 
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führten zu keinem verbesserten Ergebnis. Über dieses Verfahren konnten somit keine 
spezifischen hypersensitiven Stellen detektiert werden. Daher wurde im Weiteren ein 
PCR–basiertes Verfahren entwickelt, welches eine exakte Quantifizierung der 
Zugänglichkeit der Chromatinstruktur des C4–PEPC–Promotors mittels 
Restriktionsendonukleasen erlaubt. 
 
 
3.5 Spaltungen von Chromatin mit Restriktionsendonukleasen 
Der Mais C4–PEPC–Promotor enthält wie in Abbildung 1–3 ersichtlich u. a. 
Sequenzabschnitte, an denen die Endonukleasen BsuRI und HinfI die DNA spalten 
können. Abbildung 3–6 zeigt eine für diese Arbeit typische Kontrolle nach einem 
Restriktionsexperiment. Hierbei wurde für alle Ansätze eine gleiche Menge an Zellkernen 
eingesetzt. Die DNA wurde in den intakten Zellkernen mit unterschiedlichen 
Konzentrationen gespalten (2.3.3), extrahiert (2.4.1) und die DNA aus 2 × 105 Zellkernen 
auf ein Agarosegel aufgetragen. In der Abbildung 3–6 ist gut sichtbar, dass jede 
eingesetzte Zellkernpräparation mit unterschiedlichen Enzymkonzentrationen gespalten 
wurde. Dies geschah zum einen als Kontrolle, da es wichtig war, dass bei geringen 
Enzymkonzentrationen noch hochmolekulare DNA vorhanden war. Somit kann davon 
ausgegangen werden, dass wie unter Kapitel 3.2 beschrieben, intakte Zellkerne verwendet 
wurden. Zum anderen konnten so ähnlich stark gespaltene DNAs in den nachfolgenden 
Experimenten eingesetzt werden, was eine Vergleichbarkeit zwischen Zellkernen aus 
etiolierten und ergrünten Maisblättern ermöglichte und ein Verfälschen der Ergebnisse 
durch verschiedene Spaltungsgrade ausschloss. Zur Erhöhung der Reproduzierbarkeit und 
zur möglichen Eingrenzung des erwarteten Bereichs der Chromatin–Reorganisation wurde 
mit zwei Endonukleasen, BsuRI und HinfI, gearbeitet. 
Bei der Auswahl der Endonukleasen musste auf verschiedene Parameter geachtet werden. 
Es war erforderlich, dass die Endonukleasen in der Lage waren, in den Mesophyllzellkern 
einzudringen und dort eine reproduzierbare Zugänglichkeit zum Chromatin aufzuweisen. 
Weiterhin waren die Restriktionsbedingungen so zu wählen, dass die Mesophyllzellkerne 
während der Spaltung nicht unspezifisch, physikalisch beschädigt wurden, bzw. das 
entsprechende Enzym die Spaltungsaktivität verlor (Hahnen, 2000). Aus einer größeren 
Auswahl verschiedener Endonucleasen wurden daher die Endonukleasen BsuRI und HinfI 
gewählt (Daten nicht gezeigt). 
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Abbildung 3–6: Spaltung von Chromatin mit Restriktionsendonukleasen 
Dargestellt ist die EtBr–vermittelte Fluoreszenz von isolierter DNA aus Zellkernen nach der Spaltung mit 
Restriktionsendonukleasen BsuRI (0 U, 2,5 U, 5 U, 7,5 U und 10 U pro µg DNA) und HinfI (0 U, 1 U, 1,5 U, 
2,5 U, und 5 U pro µg DNA) nach elektrophoretischer Trennung (2.5.1) auf einem 1 % Agarosegel. Die 
eingesetzte DNA Menge wurde aus jeweils 2 × 105 Zellkernen isoliert. 
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3.6 Untersuchung der Promotorzugänglichkeit mittels quantitativer 
PCR 
 
Isolierte DNA aus mit Endonukleasen gespaltenen Zellkernen (vgl. 3.5) wurde in eine 
quantitative real–time–PCR (2.6) eingesetzt. Diese Technik erlaubt eine exakte 
Berechnung der in die PCR eingesetzten Matrize auf Basis des Amplifikationsproduktes. 
Die eingesetzten Primer wurden so gewählt, dass sie den jeweiligen Bereich der 
Endonukleasesschnittstelle innerhalb des C4–PEPC–Promotors überspannten. Wie in der 
Abbildung 3–7 dargestellt, kann somit nur dann ein PCR Produkt gebildet werden, wenn 
die Endonuklease die DNA nicht gespalten hat. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Aus der gebildeten Produktmenge kann so direkt auf den Grad der Spaltung und somit 
indirekt auf die Zugänglichkeit der ausgewählten Endonukleaseschnittstellen für die 
Endonuklease in der intakten Chromatinstruktur geschlossen werden. Um diese 
Zugängigkeit zwischen Zellkernen von ergrünten und etiolierten Blattmaterial vergleichen 
zu können, musste eine Standardisierung der eingesetzten Menge erfolgen. Die geschah 
mittels einer weiteren PCR an einem ungespaltenen Sequenzabschnitt innerhalb des 
Promotors. 
Abbildung 3–7: Schematische Darstellung des Experimentaufbaus 
Die Abbildung stellt schematisch die Idee des indirekten Nachweises der Zugänglichkeit der 
Chromatinstruktur des C4–PEPC–Promoters durch Endonukleasen via PCR dar. Nach partieller Spaltung des 
Chromatins kann an gespaltenen Sequenzabschnitten kein Produkt gebildet werden, während an 
ungespaltenen Sequenzabschnitten ein PCR Produkt gebildet wird. Die Menge des gebildeten Produktes ist 
ein Maß für den Grad der Spaltung und damit zugleich ein Maß für die Zugänglichkeit. 
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Maisblättern
Promoterregion
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Für den Nachweis, dass die hier gezeigten Effekte spezifisch für den C4–PEPC–Promotor 
sind, wurde eine Referenz benötigt, an der keine unterschiedliche Zugänglichkeit von 
Endonukleasen an der Chromatinstruktur gemessen werden konnte. Um Verfälschungen 
der Ergebnisse zu vermeiden, wurden bei diesen Experimenten die gleichen Probenansätze 
wie am C4–PEPC–Promotor eingesetzt. Somit können Abweichungen durch 
unterschiedliches Pflanzenwachstum und Unterschiede in der Probenvorbereitung 
ausgeschlossen werden. 
Die in dieser Arbeit verwendeten Referenzgene mussten die Bedingung erfüllen, dass sie 
nicht am Mechanismus der Photosynthese beteiligt waren, und sich so mit hoher 
Wahrscheinlichkeit unabhängig vom hier untersuchten C4–PEPC–Promotor verhielten. 
Sollte gezeigt werden können, dass der an der Photosynthese beteiligter C4–PEPC–
Promotor einer Chromatin–Reorganisation unterliegt, so kann eine Chromatin–
Reorganisation weiterer an der Photosynthese beteiligter Gene nicht ausgeschlossen 
werden. Es wurden daher Sequenzabschnitte der Actin–Proteinfamilie (Shah et al., 1983), 
die Alkohol Dehydrogenase 2 (Adh2) (Dennis et al., 1985) und ein Ubiquitin–Gen–Kluster 
(Liu et al., 1995) getestet, wobei die qPCR–Primer so gewählt wurden, dass die jeweiligen 
PCR–Produkte eine HinfI bzw. BsuRI Schnittstelle enthielten. Alle diese Systeme hatten 
gemeinsam, dass keine Abnahme des PCR Produktes bei zunehmender Restriktion 
detektiert werden konnte. Dies deutet darauf hin, dass für die hier untersuchten 
Sequenzabschnitte innerhalb des Chromatins offenbar eine stärkere Restriktion als am C4–
PEPC–Promotor nötig gewesen wäre. Weiterhin wurden Sequenzabschnitte der 
Glycerinaldehyd–3–phosphat–dehydrogenase (GAPDH) (Martinez et al., 1989) getestet. 
Die als nicht–lichtabhängig beschriebene GAPDH (Hahnen, 2000) zeigte keine 
eindeutigen Ergebnisse in der Untersuchung der amplifizierten Regionen. Zum einen 
konnte eine Restriktion der DNA erst bei hohen, und daher für die hier präparierten 
Ansätze im Grenzbereich liegenden, Enzymkonzentrationen detektiert werden, zum 
anderen waren die aufgenommenen Daten nicht eindeutig zu interpretieren. Es gab erste 
Hinweise auf eine Reorganisation der Chromatinstruktur, die jedoch im Rahmen dieser 
Arbeit nicht weiter verfolgt wurden. Als weitere Referenz wurde die intergenische Region 
eines Mais Zein–Genkomplexes ausgewählt. Von diesem Zein–Genkomplexes ist bekannt, 
dass er ausschließlich im Endosperm von Maissamen exprimiert wird und dass der 
Promotor nicht durch Beleuchtung der Samen beeinflusst wird (Aukerman and Schmidt, 
1994). 
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Die nachfolgende Abbildung 3–8 zeigt ein typisches Ergebnis für dieses Experiment. Es ist 
erkennbar, dass mit zunehmender Restriktion eine Abnahme der Sequenzverfügbarkeit 
festzustellen ist. Dies bestätigt die vorausgegangene Annahme, dass bei unterschiedlichen 
Restriktionsstärken, wie in Abbildung 3–6 gezeigt, die C4–PEPC–Promotorsequenz 
unterschiedlich stark gespalten wurde. Alle in Abbildung 3–8 gezeigten Messwerte sind 
exemplarisch von einer Präparation aufgenommen. Zur Erhöhung der Datensicherheit 
wurden die Präparationen fünfmal mittels PCR quantifiziert. 
Zur Berechnung der dargestellten Daten wurden die nachfolgenden Formeln abgeleitet, die 
zum einen eine korrekte Darstellung der Datenpunkte ermöglichten, zum anderen eine 
Betrachtung der Fehler mit einschlossen. Die hier gezeigten Formeln beruhen auf dem 
mathematischen Prinzip der partiellen Ableitung und der Fehlerfortpflanzung nach Gauß 
(Taylor, 1997). 
 
Die Datenpunkte wurden wie folgt berechnet: 
 
 1AD
B
= −  
mit D: gezeigter Datenpunkt 
 A: Mittelwert der Messwerte aus quantitativer PCR mit Restriktionsschnittstelle 
 B: Mittelwert der Messwerte aus quantitativer PCR ohne Restriktionsschnittstelle 
 
Die Berechnung der Standardabweichung der Messwertwiederholung erfolgte über: 
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mit CSt: Standardabweichung 
 C: Messwert 
 n: Anzahl der Messwerte  
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Die Berechnung der eingezeichneten Fehler erfolgte unter Zuhilfenahme der zuvor 
berechneten Werte nach folgender Formel: 
 
 
2 2
2
1
st St
AF A B
B B
⎛ ⎞ ⎛ ⎞
= ⋅ + ⋅⎜ ⎟ ⎜ ⎟⎝ ⎠ ⎝ ⎠  
mit F: eingezeichneter Fehler des Datenpunktes 
 A: Mittelwert der Messwerte aus quantitativer PCR mit Restriktionsschnittstelle 
 ASt: Standardabweichung des Mittelwertes der Messwerte aus quantitativer PCR mit  
Restriktionsschnittstelle 
 B: Mittelwert der Messwerte aus quantitativer PCR mit Restriktionsschnittstelle 
 BSt: Standardabweichung des Mittelwertes der Messwerte aus quantitativer PCR mit  
Restriktionsschnittstelle 
 
Neben einer allgemeinen Abnahme der Sequenzverfügbarkeit mit zunehmender 
Restriktion, Abbildung 3–8, sind für den C4–PEPC–Promotor deutliche Unterschiede 
dieses Effektes zwischen Proben die aus etiolierten Mesophyllzellkernen und Proben aus 
ergrünten Mesophyllzellkernen unterschiedliche Sequenzverfügbarkeiten erkennbar. Eine 
Abnahme der Sequenzverfügbarkeit bei ergrünten Mesophyllkernen ist wesentlich stärker, 
als bei Material aus etiolierten Mesophyllzellkernen. 
Dies konnte reproduzierbar an zwei verschiedenen Sequenzpositionen, – 195 bp und –
 504 bp relativ zum putativen Transkriptionsstart, mit unterschiedlichen Endonukleasen, 
BsuRI und HinfI (Abbildung 1–3), gezeigt werden (Abbildung 3–8 A und B). Die 
unterschiedliche Sequenzverfügbarkeit bei gleichen Restriktionsstärken lässt auf eine 
unterschiedliche Zugänglichkeit der DNA des C4–PEPC–Promotors schließen. Eine 
Interpretation dieses Effektes als Reorganisation des Promotors bei Aktivität liegt nahe und 
wird zu einem späteren Zeitpunkt innerhalb dieser Arbeit diskutiert (Kapitel 4.2). 
Studien am Zein–Genkomplex zeigen ebenfalls eine abnehmende Sequenzverfügbarkeit 
mit steigender Restriktionsenzymkonzentration. Im Unterschied zum C4–PEPC–Promotor 
kann keine schwächere oder stärkere Sequenzverfügbarkeit im Vergleich von etiolierten 
und ergrünten Mesophyllkernen detektiert werden, so dass der hier für den C4–PEPC–
Promotor gezeigter Effekt spezifisch für diesen lichtregulierten Promotor zu sein scheint. 
Dies scheint die zu Beginn dieser Arbeit aufgestellte These der Reorganisation des 
Chromatins eines aktiven Promotors zu bestätigen. 
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Abbildung 3–8: Restriktionszugänglichkeit des C4–PEPC–Promotors und eines Zein–Genkomplexes 
Die dargestellten Datenpunkte sind exemplarisch für eine Präparation. Die Kurven zeigen den Grad der 
Spaltung der in die PCR eingesetzten DNA Matrize in Abhängigkeit der verwendeten 
Endonukleasekonzentration BsuRI (A) und HinfI (B + C) an unterschiedlichen Positionen des C4–PEPC–
Promotors und am Zein–Genkomplex. Die standarisierte Fluoreszenz ist ein direktes Maß für die in der real–
time–PCR gebildete Produktmenge (2.6). Die Messwerte wurden auf die eingesetzte Gesamtmenge 
standardisiert, die Standardabweichung wie im Text beschrieben berechnet und eingezeichnet. 
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In Abbildung 3–9 ist die relative Zugänglichkeit von Restriktionsendonukleasen zum 
Chromatin von Mesophyll–Zellkernen an den in dieser Arbeit untersuchten 
Sequenzabschnitten dargestellt. Die gezeigten Messbalken wurden durch folgende Formel 
berechnet: 
 
 1rel
gZ
y
= −  
mit Zrel: relative Zugänglichkeit 
 g: Wert des Datenpunktes von Mesophyll–Zellkernen aus ergrünten Pflanzen 
 y: Wert des Datenpunktes von Mesophyll–Zellkernen aus etiolierten Pflanzen 
 
Die relative Zugänglichkeit gibt somit die Höhe der Zugänglichkeit der 
Restriktionsendonuklease an den untersuchten Sequenzabschnitten an. In dem Fall, dass 
das Chromatin von Mesophyll–Zellkernen aus ergrünten Pflanzen besser für die 
Endonukleasen zugänglich ist, als das aus etiolierten Pflanzen, so ergeben sich positive 
Werte, im umgekehrten Fall negative Werte. Bei ungeschnittenem Chromatin sollte kein 
Unterschied messbar sein. Eine Verdopplung der relativen Zugänglichkeit bedeutet bei 
dieser mathematischen Berechnung einen Wert von 0,5 Einheiten. 
 
Abbildung 3–9: relative Restriktionszugänglichkeit des Chromatins am C4–PEPC–Promoter 
Umsetzung der aufgenommenen Daten in relative Zugänglichkeit des Chromatins des C4–PEPC–Promoters
für die Endonukleasen BsuRI und HinfI. Die Nulllinie markiert den theoretischen Messwert bei gleicher
Zugänglichkeit des Chromatins. Positive Werte bedeuten eine erhöhte Zugänglichkeit des untersuchten 
Genombereichs von ergrünten Blättern im Vergleich zu etiolierten, negative Werte zeigen erhöhte 
Zugänglichkeit im Vergleich von etiolierten zu ergrünten Blättern. Angaben zur Berechnung sind im Text 
beschrieben. 
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Grundlage zur Erstellung von Abbildung 3–9 bilden fünf voneinander unabhängige 
Präpärationen von Zellkernen, mit denen die zu Beginn des Kapitels beschrieben 
Experimente unabhängig voneinander durchgeführt wurden. Die eingezeichneten 
Standardabweichungen wurden wie oben beschrieben berechnet. Wie erwartet ist bei 
ungespaltenem Chromatin an allen drei Loci kein Unterschied in der Zugänglichkeit 
messbar gewesen, so dass davon ausgegangen werden kann, dass das in die Experimente 
eingesetzte Chromatin vor der Spaltung durch Endonukleasen intakt war. Mit ansteigender 
Konzentration der Endonukleasen kann an Lokus „–195 bp“ gezeigt werden, dass 
innerhalb des C4–PEPC–Promotors in etwa eine Verdopplung der Zugänglichkeit für 
Endonukleasen am Chromatin von Mesophyll–Zellkernen aus ergrünten Pflanzen im 
Vergleich zu etiolierten Pflanzen detektierbar ist. Dieser Effekt ist bei allen vier 
verwendeten Restriktionsstärken in etwa konstant. Der zweite untersuchte Lokus des C4–
PEPC–Promotors bestätigt dieses Ergebnis. Am Zein–Genkomplex ist dagegen bei 
geringen Restriktionsstärken eine unwesentlich erhöhte relative Zugänglichkeit der 
Mesophyll–Zellkernen aus etiolierten Pflanzen im Vergleich zu Mesophyll–Zellkernen aus 
ergrünten Pflanzen festzustellen, die sich bei Verwendung höherer Enzymmengen 
tendenziell umkehrt. Der Effekt stellt daher wohl eher die experimentelle Schwankung dar 
und wird als nicht signifikant eingeordnet. 
Diese Ergebnisse bestätigen die schon in Abbildung 3–8 gezeigten Resultate und stützen 
die These der Reorganisation der Chromatinstruktur bei der C4–PEPC–
Promotoraktivierung. 
 
 
3.7 Histonmodifikation am C4–PEPC–Promotor 
Die Histonmodifikation ist, wie in der Einleitung beschrieben, ein wichtiger Aspekt bei der 
Genregulation. Die am besten charakterisierte Modifikation ist die Histon–Acetylierung. 
Histon–Acetyltransferasen (HATs) übertragen dabei Acetylgruppen auf die N–terminalen 
Enden der Kern–Histon–Proteine. Diese Modifikationen sind reversibel und können durch 
Histon–Deacetylasen (HDACs) wieder entfernt werden. Allgemein wird zwischen 
promotorspezifischer Histon–Acetylierung und globaler Acetylierung, welche größere 
Genombereiche umfasst, unterschieden. 
Im Rahmen dieser Arbeit wurde der Teilaspekt der promotorspezifischen Histon–
Acetylierung ausgewählt. Wie schon in den Experimenten zur Reorganisation der 
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Chromatinstruktur diente als Grundlage der Vergleich der Histon–Acetylierung am C4–
PEPC–Promoter zwischen Zellkernen aus dem Mesophyll von grünen und etiolierten 
Maisblättern. Die hierbei üblicherweise verwendete Technik ist die Chromatin–
Immunopräzipitation, die es ermöglicht, Protein–DNA–Interaktionen im Zellkern 
nachzuweisen. Man unterscheidet zwischen zwei Möglichkeiten der Durchführung dieser 
Technik: die Crosslink–Chromatin–Immunopräzipitation (xChIP) (Chua et al., 2001; 
Magdinier and Wolffe, 2001) und die native–Chromatin–Immunopräzipitation (nChIP) 
(O'Neill and Turner, 2003). In der Abbildung 3–10 ist der schematische Verlauf einer 
xChIP dargestellt. Als Ausgangsmaterial dient intaktes, Modifikationen tragendes 
Chromatin (Abbildung 3–10 A). Dies wird durch Formaldehyd fixiert und via 
Ultraschallbehandlung gespalten. Zu den so entstandenen DNA–Nukleosom–Komplexen 
werden modifikationsspezifische Antikörper zugegeben (Abbildung 3–10 B), welche sich 
entsprechend anlagern. Es folgt eine Präziptation der Antikörper–DNA–Komplexe 
(Abbildung 3–10 C) mit anschließendem Decrosslink und DNA– Extraktion. Die 
Quantifizierung des Präzipitats erfolgt anschließend über real–time–PCR (Abbildung 3–
10 D). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
In den hier durchgeführten Experimenten wurden beide Techniken auf erfolgreiche 
Versuchsdurchführung im pflanzlichen in vivo System getestet. Die Besonderheit der 
xChIP beruht auf einer Quervernetzung, und somit einer Fixierung, des Chromatins mittels 
Abbildung 3–10: Schematischer Ablauf der Crosslink–Chromatin–Immunopräzipitation (xChIP) 
Dargestellt ist der Experimentverlauf der xChIP. A: intaktes Chromatin, mit Modifikation wird fixiert und 
via Ultraschallbehandlung gespalten. B: Modifikationsspezifische Antikörper werden zugegeben und lagern 
sich an. C: Präziptation der Antikörper–Nukleosom–Komplexe mit anschließendem Decrosslink und DNA–
Extraktion zur Quantifizierung des Präzipitats via real–time–PCR (D). 
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Formaldehyd, einer anschließenden Zerkleinerung via Ultraschallbehandlung und einem 
Lösen der Quervernetzung durch Erhitzen. Die nChIP unterscheidet sich dadurch, dass das 
Chromatin in seiner nativen, unfixierten Struktur in den Versuch eingesetzt wird. Eine 
Spaltung des Chromatins erfolgt enzymatisch mittels Micrococcen Nuklease (MNase). Der 
Nachteil bei dieser Art der Chromatin–Immunopräzipitation ist die Instabilität, durch die 
fehlende Fixierung des Chromatins. 
 
3.7.1 Probenpräparation für die Crosslink–Chromatin–Immunopräzipitation 
Die Fixierung von Chromatin in seinem in vivo Zustand erfolgte mittels Formaldehyd. 
Dieses bildet Methylen–Brücken zwischen den Stickstoff enthaltenden Funktionen  
(ε–Aminogruppen bei Proteinen, Amino– und Iminogruppen bei DNA) aus, so dass die mit 
der DNA assoziierten Proteine dauerhaft verbunden werden. Die Anzahl der Methylen–
Brücken und somit die Stablilität der Bindung ist konzentrations– sowie zeitabhängig und 
bis zu einem gewissen Grad reversibel. Die Reversibilität ist jedoch Voraussetzung für 
eine erfolgreiche Analytik, da die DNA für eine PCR–Reaktion (2.6) wieder von den 
assoziierten Proteinen gelöst werden muss (Jackson, 1999; Orlando, 2000). Daher ist es 
wesentlich, ein genaues Fenster für den Grad der Vernetzung zu bestimmen. Eine zu 
stringente Behandlung führt zu irreversiblen Vernetzungen, eine zu schwache zu instabilen 
Vernetzungen. Der in dieser Arbeit verwendete, variable Parameter zur Bestimmung der 
Vernetzung war die Formaldehyd–Inkubationsdauer. Die Formaldehydkonzentration 
betrug bei allen durchgeführten Experimenten 1 % (v/v). 
Zur Bestimmung der Formaldehyd–Inkubationsdauer wurde eine Säurehydrolyse (2.9) der 
Zellkerne durchgeführt (Jackson, 1999). Hierbei gab es zwei grundlegende Unterschiede in 
der Probenvorbereitung. Zum einen wurden bereits isolierte Zellkerne in Formaldehyd 
inkubiert, zum anderen wurde Formaldehyd in ganze Blätter infiltriert. Erst dann folgte die 
Zellkernisolation (2.2). Die Säurehydrolyse fand bei einer Endkonzentration von 0,4 M 
Schwefelsäure statt, so dass freie Histone, welche säurelöslich sind, in Lösung gehen. 
Nicht säurelösliche Histon–DNA–Komplexe verbleiben nach einer Zentrifugation im 
Pellet. Der Überstand wurde nach einer formaldehydentfernenden Dialyse auf einem 
nativen Polyacrylamid–Gel elektrophoretisch (2.5.1) aufgetrennt. 
Ein für in Formaldehyd inkubierte Zellkerne typisches Ergebnis zeigt die Abbildung 3–11. 
In der Abbildung sind neben dem Marker (M) in der null Minuten und zwei Minuten 
inkubierten Probe fünf Banden erkennbar, zwei unterhalb der 45 kDa Markerbande und 
drei unterhalb der 29 kDa Markerbande. In der sechsminütig inkubierten Probe sind diese 
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deutlich schwächer erkennbar. Allgemein ist ein Intensitätsverlust mit zunehmender 
Inkubationsdauer festzustellen. Es kann davon ausgegangen werden, dass es sich bei den 
hier abgebildeten Banden um freie Histone handelt. Die oberen Banden werden durch 
Isoformen des Histons H1 gebildet, während die drei unteren Banden die Histone H3, 
H2B/H2A und H4 (von oben nach unten) darstellen. Eine exaktere Auftrennung der 
Histone H2B und H2A war aufgrund des sehr ähnlichen Molekulargewichts nicht möglich. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Ziel des Experiments war die Bestimmung der Menge an freien Histonen nach 0, 2 und 6 
Minuten Inkubation in 1 % (v/v) Formaldehyd. Durch die Intensitätsabnahme der Banden 
in Abbildung 3–11 konnte gezeigt werden, dass mit zunehmender Inkubationsdauer eine 
Fixierung der Histone an die DNA in zuvor isolierten Zellkernen stattfand (Weyand, 
2002). Identische Experimente deren Ausgangsmaterial ganze Blätter waren, zeigten 
äquivalente Ergebnisse, jedoch erhöhte sich die Inkubationsdauer durch die Infiltration auf 
30 Minuten. 
 
Ein zweites Verfahren wurde zur Kontrolle der Vernetzungseffizienz und der durch 
Ultraschall erzeugten DNA–Fragmentgrößen durchgeführt, bei dem gleichzeitig ermittelt 
werden konnte, ob ein Decrosslink der Formaldehyd behandelten Proben möglich war. 
Dies geschah auf Basis einer von Weyand und Peterhänsel (persönliche Mitteilungen) 
Abbildung 3–11: Säurehydrolyse von Formaldehyd behandelten Zellkernen 
Dargestellt ist die durch Coomassie Brilliant Blue G–250 vermittelte Färbung von Proteinbanden auf einem 
15 % (w/v) Polyacrylamid–Gel nach Auftrennung für 2 h bei 21 V/cm in 1 x Tris–Glycin–Puffer. Es wurden 
pro Ansatz 1 × 106 Zellkerne für je 2, 4 und 6 Minuten mit 1 % (v/v) Formaldehyd behandelt und die 
Reaktion mit 0,4 M H2SO4 beendet. Nach Zentrifugation und Dialyse wurden die Proben mit 1 Vol. 
2 × Lämmli–Ladepuffer versetzt und je 20 µl aufgetragen. Als Größenstandard diente der Proteinmarker 6H. 
 
45 kDa 
29 kDa 
M 6 min 2 min0 min
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entwickelten Idee. Hierbei verbleibt, mit Proteinen verbundene, DNA bei einer Phenol–
Chloroform–Extraktion durch ihren Proteinanteil zusammen mit den verbliebenen 
Proteinen in der Interphase. Freie DNA wird durch Lösen in der wässrigen Phase 
abgetrennt. 
Dazu wurden Zellkerne für sechs Minuten in 1 % (v/v) Formaldehydlösung inkubiert und 
zum Teil anschließend einer Ultraschallbehandlung (5 × 10 s, max. Energie, 4 °C) 
unterzogen. Ebenfalls wurde ein Teil der Ansätze in 5 M NaCl für 2 Stunden bei 65 °C zur 
Auflösung der durch Formaldehyd erzeugten Histon–DNA–Komplexe inkubiert 
(Decrosslink). 
Die Abbildung 3–12 repräsentiert ein für dieses Experiment typisches Ergebnis. Es ist im 
ersten Probenansatz deutlich zu erkennen, dass durch Inkubation in Formaldehyd ohne  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Ultraschallbehandlung und ohne Auflösen der Histon–DNA–Komplexe es nahezu nicht 
möglich war, DNA zu isolieren. Der zweite Probenansatz zeigt, dass sich hochmolekulare 
DNA isolieren ließ. Der Vergleich zwischen der ersten und der zweiten Probe lässt den 
Abbildung 3–12: Vernetzungseffizienz und DNA–Fragmentgrößen nach Ultraschallbehandlung 
Dargestellt ist die EtBr–vermittelte Fluoreszenz von DNA, die elektrophoretisch auf einem 1 % (w/v) 
Agarosegel für 120 min bei 12 V/cm in 1 × TAE–Puffer aufgetrennt wurde. Pro Ansatz wurden 5 × 104
Zellkerne eingesetzt und entsprechend der Legende behandelt. Anschließend fand eine Extraktion und 
Fällung der DNA aller Ansätze statt. Die Ansätze wurden mit 15 % (v/v) Kresolrot–Ladepuffer versetzt und 
aufgetragen. Als Größenstandard diente PstI–gespaltene λ–DNA (Spur M). 
 
Formaldehyd + + + +  
Ultraschall – – + +  
Decrosslink – + – + M 
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Schluss zu, dass die eingesetzten Zellkerne auch nach der Formaldehydbehandlung 
hochmolekulare DNA enthielten. 
Die gebildeten Histon–DNA–Komplexe scheinen durch eine Phenol–Chloroform–
Extraktion nicht isolierbar zu sein, lediglich ein leichter Hintergrund ist bei 
Nichtaufhebung der Vernetzung erkennbar. Diese Ergebnisse bestätigen auch die Spuren 
drei und vier. Weiterhin kann in diesem Experiment beobachtet werden, dass nach einer 
Ultraschallbehandlung sich die DNA effizienter isolieren lässt. Hieraus wird interpretiert, 
dass durch die Behandlung mit Formaldehyd nicht nur die Chromatinstruktur fixiert wird, 
sondern sich auch labile, unspezifische Molekülstrukturen bilden, die durch die 
Ultraschallbehandlung wieder aufgebrochen werden. Außerdem ist erkennbar, dass die hier 
angewandte Ultraschallbehandlung zur Zerkleinerung des Chromatins Fragmentgrößen in 
einem Bereich von ca. 1.000 bp erzeugte und die zuvor fixierten Komplexe erhalten 
bleiben. Für die später durchgeführten Chromatin–Immunopräzipitationen wurden die 
Dauer und die Stärke der Ultraschallbehandlung so variiert, so dass zusätzlich mit 
Präparationen deren durchschnittliche Fragmentgröße 600 bp betrugen (Daten nicht 
gezeigt). 
 
3.7.2 Probenpräparation für die native–Chromatin–Immunopräzipitation 
Die Methode der native–Chromatin–Immunopräzipitation (nChIP) verzichtet im Gegensatz 
zur xChIP auf eine Konservierung der Histon–DNA–Komplexe. Um diese Komplexe 
während der Präraration nicht zu zerstören, ist eine Spaltung des Chromatins nur auf sehr 
mildem Wege möglich. Die nChIP bedient sich dabei einer zeitlich kontrollierten in situ 
Restriktion mittels Micrococcen Nuklease (MNase) wie schon in Kapitel 3.2 beschrieben. 
Als Ausgangsmaterial bei nChIP–Experimenten dienten wie in den vorangegangenen 
Kapiteln (3.1, 3.2) isolierte und getestete Zellkerne. Die Spaltung des Chromatins mit 
MNase erfolgte analog zu dem in Kapitel 3.2 beschriebenen Experiment. Statt einer der 
Restriktion folgenden Lyse findet bei der nChIP nur eine Diffusion der Chromatin–
Fragmente aus dem Zellkern statt. Der Vorteil dieser Methode ist, dass das im Kern 
befindliche Chromatin auf schonende Weise freigesetzt wird und so ein Auflösen der 
Chromatinstruktur verhindert wird. In Abbildung 3–13 ist ein repräsentatives Ergebnis aus 
diesen Experimenten dargestellt. 
Zur Kontrolle der Qualität der Zellkerne wurde bei allen Ansätzen DNA aus Zellkernen 
isoliert, bei denen keine Spaltung des Chromatins durchgeführt wurde. In der ersten und 
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achten Spur ist gut zu erkennen, dass aus diesen Zellkernen hochmolekulare DNA isoliert 
werden konnte, was ein Hinweis auf intakte Zellkerne ist, wie in Kapitel 3.2 beschrieben. 
Die Restriktion fand für den einen Teil der aufgetragenen Proben mit 0,5 U/µg MNase 
(Spur 2 – 4 und 9 – 11), für den anderen Teil der aufgetragenen Proben mit 1,5 U/µg 
MNase (Spur 5 – 7 und 12 – 14) statt. Die Proben in den Spuren 2, 5, 9 und 12 stammen 
aus dem Überstand, die Proben in den Spuren 3, 4, 6, 7, 13 und 14 stammen aus den 
pelletierten Zellkrentrümmern. In einem Vergleich der DNA–Menge von Pellet zu 
Überstand ist deutlich ein Nachteil dieser Technik erkennbar. Durch die Diffusion des 
Chromatins aus dem Zellkern kann nur ein geringer Teil freigesetzt werden. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Das in der Abbildung 3–13 dargestellte Experiment zeigt, dass bei den hier gewählten 
Restriktionsbedingungen (RT, 2 min Inkubationszeit) und einer Enzymkonzentration von 
1,5 U/µg die durchschnittliche Fragmentgröße etwa die Größe eines Mono–Nukleosoms 
beträgt. Eine Enzymkonzentration von 0,5 U/µg führt zu einer durchschnittlichen 
Fragmentgröße im Bereich von Di– bzw. Tri–Nukleosomen. Die Fragmentlänge variierte 
teilweise von Versuch zu Versuch, allerdings können über das vorgestellte Assay jeweils 
Proben identifiziert werden, die eine äquivalente Fragmentgröße aufwiesen und so in den 
Experimenten zur Untersuchung der Histon–Acetylierung am C4–PEPC–Promoter 
zwischen Zellkernen von grünen und etiolierten Maisblättern eingesetzt werden konnten. 
etioliert ergrünt 
1 2 3 4 5 6 7 M 8 9 10 11 12 13 14 M 
Abbildung 3–13: Probenvorbereitung nach dem Prinzip der nChIP 
Dargestellt ist die EtBr–vermittelte Fluoreszenz von DNA, die elektrophoretisch auf einem 2 % (w/v) 
Agarosegel für 90 min bei 15 V/cm in 1 × TAE–Puffer aufgetrennt wurde. Pro Ansatz wurde DNA aus 
2 × 104 bzw. 4 × 104 Zellkerne eingesetzt. Nach Spaltung Mit MNase und Lyse fand eine Extraktion und 
Fällung der DNA aller Ansätze statt. Die Enzymkonzentration betrug für Spur 1 und 8 0 U/µg; für Spur 2, 3, 
4, 9, 10 und 11 je 0,5 U/µg und für Spur 5, 6, 7, 12, 13 und 14 je 1,5 U/µg. Die DNA aus den Spuren 2, 5, 9 
und 12 stammt aus dem Überstand, die aus den Spuren 3, 4, 6, 7, 13 und 14 stammt aus den pelletierten 
Zellkrentrümmern. Die Ansätze wurden mit 15 % (v/v) Kresolrot–Ladepuffer versetzt und aufgetragen. Als 
Größenstandard diente PstI–gespaltene λ–DNA (Spur M). 
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3.7.3 Histon–Acetylierung am C4–PEPC–Promotor 
Ziel der hier durchgeführten Experimente war es, eine Aussage über eine eventuelle 
unterschiedliche Acetylierung des C4–PEPC–Promotors von Zellkernen aus etiolierten 
Maisblättern im Vergleich zu Zellkernen aus ergrünten Blättern treffen zu können. Nach 
der Durchführung der oben beschriebenen Experimenten (3.7.1, 3.7.2) fand der weitere 
Ablauf der Chromatin–Immunopräzipitation nach einem einheitlichen Protokoll statt. 
Hierfür wurden kommerziell bezogene α H3, α H4, α AcH3, α AcH4 und α hyperAcH4 
Antikörper verwendet. An die Immunopräzipitation schloss sich eine Quantifizierung des 
Präzipitats mittels real–time–PCR (2.6.1) an. 
Die Chromatin–Immunopräzipitation wurde im Rahmen dieser Arbeit sowohl als xChIP, 
als auch als nChIP durchgeführt. Bei den Experimenten, deren Probenvorbereitung auf 
dem Prinzip der xChIP beruhte konnte mittels quantitativen PCR ein Präzipitat weder aus 
Ansätzen gegen acetylierten noch gegen nicht–acetylierten Histonen nachgewiesen 
werden. 
Bei der Durchführung der nChIP–Technik konnte für Experimente mit Antikörpern gegen 
nicht–acetylierte Histone kein Immunopräzipitat detektiert werden. Dies gelang jedoch bei 
der Verwendung von Antikörpern gegen acetylierte Histone. Hierbei war auffällig, dass die 
Bindungseffizienz der eingesetzten Antikörper stark variierte und für jeden Antikörper 
ermittelt werden musste. Neben der Quantifizierung des Immunopräzipitats erfolgte eine 
Standarisierung auf die in den Versuch eingesetzte DNA–Menge. Dazu wurde vor der 
Zugabe des entsprechenden Antikörpers ein Aliquot Chromatinlösung abgenommen und 
eine real–time–PCR mit dem gleichen Primerpaar durchgeführt, welches zur 
Quantifizierung des Immunopräzipitats verwendet wurde. Mit der ermittelten, für die 
Präzipitation zur Verfügung stehenden, Gesamtmenge an Chromatin konnte nach der 
Versuchsdurchführung das Verhältnis der Menge des Präzipitats zur Gesamtmenge 
berechnet werden. Eine erste Tendenz zeigt, dass in den durchgeführten Experimenten nur 
etwa 0,3 bis 4 % DNA, bezogen auf die ursprünglich eingesetzte Menge, präzipitiert 
werden konnten. 
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Die Abbildung 3–14 zeigt ein erstes Resultat. Dargestellt ist die relative Zunahme der 
Histon–Acetylierung am C4–PEPC–Promotor in Mais. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Die dargestellten Daten wurden mit der nachstehenden Formel berechnet, eine 
Standardabweichung konnte aufgrund zu geringer Datenmenge nicht eingezeichnet 
werden. 
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mit Zrel: relative Zunahme der Histon–Acetylierung 
 g: Mittelwert der standardisierten Präzipitatkonzentration 
  von Mesophyll–Zellkernen aus ergrünten Pflanzen 
 y: Mittelwert der standardisierten Präzipitatkonzentration 
  von Mesophyll–Zellkernen aus etiolierten Pflanzen 
 
Abbildung 3–14: relative Zunahme der Histon–Acetylierung am C4–PEPC–Promoter 
Umsetzung der in den Chromatin–Immunopräzipitationen aufgenommenen Daten in relative Zunahme der 
Histon–Acetylierung am C4–PEPC–Promotor. Die Nulllinie markiert den theoretischen Messwert bei 
gleicher Histon–Acetylierung. Positive Werte bedeuten eine erhöhte Histon–Acetylierung des untersuchten 
Genombereichs von ergrünten Blättern im Vergleich zu etiolierten, negative Werte zeigen erhöhte 
Zugänglichkeit im Vergleich von etiolierten zu ergrünten Blättern. Genaue Angaben zur Berechnung sind im 
Text beschrieben. 
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Bei der Durchführung der Chromatin–Immunopräzipitation mit den Antikörpern α H3 und 
α H4 gegen nicht–acetylierte Histone konnte kein Präzipitat nachgewiesenen werden. Der 
Einsatz der Antikörper α AcH3 und α hyperAcH4 gegen acetylierte Histone in den 
Chromatin–Immunopräzipitationen erwies sich als schwer durchführbar, da die 
präzipitierte DNA nur im Schwellenbereich der real–time–PCR Detektion nachweisbar 
war. Die Ergebnisse sind Abbildung 3–14 gezeigt, jedoch besteht auf Grund der geringen 
Menge an Primärdaten die Möglichkeit der Ungenauigkeit durch den experimentellen 
Hintergrund. Weiterhin ist in der Abbildung 3–14 erkennbar, dass sich mit dem in der 
Chromatin–Immunopräzipitation eingesetzten Antikörper α AcH4 gegen acetylierte 
Histone eine fast siebenfach stärkere relative Acetylierung am C4–PEPC–Promotor 
nachwiesen ließ. Für den hier untersuchten C4–PEPC Sequenzabschnitt konnte zuvor 
schon eine verstärkte relative Restriktonszugänglichkeit für die Endonuklease HinfI (3.6) 
nachgewiesen werden. 
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4. Diskussion 
 
In der vorliegenden Arbeit wurden Beiträge zur Aufklärung der Rolle der 
Chromatinstruktur innerhalb der Promotorregulation in planta geleistet. Die 
durchgeführten Studien fanden am lichtinduzierten Promotor der C4–spezifischen Isoform 
der Phosphoenolpyruvat Carboxylase (PEPC) von Zea mays statt. 
Um dies zu erreichen gliedert sich die Arbeit in zwei unabhängig voneinander untersuchte 
Teilbereiche. Als Basis für alle durchgeführten Experimente dienten Mesophyll–Zellkerne 
aus etiolierten und ergrünten Laubblättern. 
Der erste diskutierte Teilbereich ist die Veränderung der Zugänglichkeit des PEPC–
Promotors durch Lichtinduktion. Dazu wurden zwei unterschiedliche Assays durchgeführt: 
Der Nachweis über DNAse I Schutzexperimente und der Nachweis mittels der Spaltung 
von Chromatin mit Restriktionsendonukleasen. 
Der zweite diskutierte Teilbereich ist die mit der Lichtinduktion einhergehende kovalente 
Modifikation der Histone innerhalb des Chromatins am Beispiel der Acetylierung. Es 
wurden zwei verschiedene Arten der Technik der Chromatin–Immunopräzipitation (ChIP) 
etabliert und so ein Protokoll zur Nutzung der ChIP im Maissystem erarbeitet. 
Auf Basis der in dieser Arbeit dargestellten Ergebnisse wird abschließend ein Modell für 
die Aktivierung des C4–spezifischen PEPC–Promotors im Chromatin–Zusammenhang 
vorgestellt. 
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4.1 Ausgangsmaterial 
 
Isolierung von Mesophyll–Zellkernen 
Als Ausgangsmaterial aller in dieser Arbeit durchgeführten Experimente dienten aus Mais–
Laubblättern isolierte Mesophyll–Zellkerne nach dem von Hahnen (2000) entwickelten 
Protokoll. Hierbei war es unbedingt notwendig, dass die Zellkerne nach der Präparation 
frei von Nukleasen waren und die DNA in intaktes Chromatin verpackt vorlag. Die 
Kontrolle der Präparation erfolgte durch Phasenkontrast–Mikroskopie (Abbildung 3–1). 
Dabei konnte eine Anreicherung von Mesophyll–Zellkernen festgestellt werden, jedoch 
auch eine Kontamination der Präparation durch Chloroplasten und Zelltrümmer. Da jedoch 
nur die Zellkerne in Chromatin verpackte DNA enthalten, können diese kontaminierenden 
Zellkompartimente vernachlässigt werden. 
Die Inkubation der isolierten Mesophyll–Zellkerne bei 37 °C und die anschließende 
Isolierung der DNA zeigt nach der gelelektrophoretischen Auftrennung eine 
durchschnittliche Fragmentgröße von mehr als 11.500 bp (Abbildung 3–2). Dies wird als 
hochmolekular gewertet, die Anwesenheit von die DNA unspezifisch spaltenden 
Nukleasen nach der Präparation der Zellkerne kann damit ausgeschlossen werden. 
Eine Überprüfung der vorliegenden Gesamtstruktur des Chromatins wurde durch eine 
zeitlich kontrollierte in situ Restriktion mittels Micrococcen Nuklease (MNase) 
durchgeführt. MNase spaltet intaktes Chromatin bevorzugt in der Linkerregion zwischen 
den einzelnen Nukleosomen, so dass als Produkte Mononukleosomen von je ca. 180 –
 200 bp und deren Vielfache entstehen. Eine nach MNase–Inkubation, DNA Isolierung und 
gelelektrophoretischer Auftrennung erhaltene Nukleosomenleiter ist ein Indiz für intakt 
vorliegendes Chromatin (Mc Ghee and Felsenfeld, 1980). Die Abbildung 3–3 zeigt 
beispielhaft, dass die Erwartungen an dieses Experiment erfüllt werden konnten. 
Über das beschriebene Verfahren wurden Mesophyll–Zellkerne sowohl aus etiolierten als 
auch aus ergrünenden Blättern isoliert und für die vergleichenden physiologischen 
Analysen eingesetzt. 
Die Isolierung von Mesophyll–Zellkernen aus der monokotyledonen Pflanze Mais erfolgte 
im Rahmen dieser Arbeit nach einer von Hahnen (2000) entwickelten Methode, deren 
Grundlagen hier kurz beschrieben werden: 
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In der Literatur sind eine Reihe von Protokollen zur Isolierung von Kernproteinen (Fan and 
Sugiura, 1995; Fan and Sugiura, 1996; Green et al., 1987; Saez–Vasquez and Pikaard, 
1997) und Nukleinsäuren (Boffey, 1991; Gallagher and Ellis, 1982; van Blokland et al., 
1997; Watson and Thompson, 1986) aus Pflanzen beschrieben. Dabei wird jeweils das 
Pflanzenmaterial durch Homogenisieren mechanisch aufgebrochen, die freigesetzten 
Zellkerne in Puffer aufgenommen und durch Zentrifugation konzentriert. Diese Protokolle 
sind z. T. für Dikotyledonen entwickelt, die isolierten Zellkerne besitzen nur eine sehr 
beschränkte zeitliche Stabilität und die aus den Zellkernen isolierte DNA ist oftmals 
degradiert. Ein weiteres Protokoll (Ferl, 1985) beschreibt eine Methode der 
Zellkernisolierung mit dem Ziel, Veränderungen der Chromatinstruktur von Arabidopsis 
thaliana mittels Restriktionsendonukleasen nachzuweisen. In Folgeexperimenten wird in 
dieser Publikation mit sehr hohen Enzymkonzentrationen und sehr kurzen 
Inkubationszeiten gearbeitet, was ein Indiz für eine nicht optimale Qualität und eine damit 
verbundene geringe Stabilität der Kerne ist. Da Arabidopsis thaliana zudem eine 
Dikotyledonen–Pflanze ist, scheint eine Anwendung für Monokotyledonen nicht optimal, 
da das Aufbrechen der mechanisch stabileren Blätter einer erhöhten Energiezufuhr 
bedürfte und dabei die Zellkerne leichter beschädigt würden. 
Bei der in dieser Arbeit verwendeten Methode wurden zunächst durch Waschen der 
Laubblätter mit Diethylether die cuticularen Wachse entfernt (Folta and Kaufman, 2000; 
Watson and Thompson, 1986). Die so destabilisierten Blätter wurden in einem 
hochviskosen Homogenisierungspuffer nach Fan and Sugiura (1996) aufgebrochen. 
Hierdurch konnte die mechanische Belastung, vor allem die Scherkräfte, während des 
Aufbrechens extrem verringert werden. Die daran anschließende differentielle 
Sedimentation führte zur Abtrennung vorhandener Nukleasen. Für das Resuspendieren 
nach den Zentrifugationen zeigte sich, dass durch die Verwendung von Haarpinseln und 
die damit verbundene Verringerung der mechanischen Belastung die Qualität der Zellkerne 
erneut gesteigert werden kann. Für die so isolierten Mesophyll–Zellkerne kann im Rahmen 
dieser Arbeit eine mindestens 60–minütige Stabilität bei 37 °C nachgewiesen werden. Der 
Nachteil dieser Präparationsart ist, dass bei den Aufreinigungsschritten etwa 90 % der 
Zellkerne verloren gehen und daher mit sehr großen Blattmengen gearbeitet werden muss. 
Dies stellt jedoch bei den verwendeten Maiskeimlingen kein Problem dar. 
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C4–PEPC–Promotoraktivität 
Neben der physiologischen Qualität der Mesophyll–Zellkerne, bildete die C4–PEPC–
Promotoraktivität eine grundsätzliche Voraussetzung für alle Folgeexperimente. Zur 
Durchführung von vergleichenden Studien zwischen etiolierten und ergrünten Mesophyll–
Zellkernen aus Mais–Laubblättern musste eine deutliche Unterscheidung der 
Promotoraktivität erreicht werden. 
Um posttranskriptionelle Einflüsse wie die Stabilität des Transkriptes oder induzierte 
Degradation zu vermeiden, wurde ein Primersystem verwendet, dass spezifisch nicht–
gespleißte, noch im Zellkern befindliche RNA mittels real–time–PCR detektiert. Da diese 
hnRNA nach der Synthese sehr schnell aus dem Zellkern exportiert wird, stellt sie ein 
optimiertes Messsystem für die tatsächliche Promotoraktivität dar (Ullman, 2002). Solche 
Messungen wurden zuvor mit sogenannten Run–off Analysen durchgeführt (vgl. z. B. 
Suzuki et al., 1994). Hierbei werden noch unvollendete Transkripte in isolierten Zellkernen 
in vitro unter Zusatz radioaktiver Nukleotide verlängert und die Menge eines bestimmten 
Transkriptes dann im reversen Northern bestimmt. Das PCR–System erlaubt allerdings 
eine genauere Quantifizierung der in den Zellkernen vorhandenen Transkriptmenge und 
das Arbeiten mit wesentlich geringeren Ausgangsmengen. Eventuelle DNA–
Kontaminationen werden durch eine parallele Reaktion in Abwesenheit von reverser 
Transkriptase quantifiziert. 
In den durchgeführten Experimenten wurde eine stark erhöhte Transkriptmenge in 
Mesophyll–Zellkernen aus ergrünten Pflanzen detektiert. Zudem konnte eine geringe, 
jedoch signifikante Transkriptmenge in Mesophyll–Zellkernen aus etiolierten Pflanzen 
gemessen werden. Die in der quantitativen real–time–PCR gemessenen Werte wurden 
zusätzlich via Agarosegelelektrophorese analysiert, die die Ergebnisse qualitativ 
bestätigten. 
Eine mögliche Erklärung für die Detektion von C4–PEPC hnRNA in Zellkernen aus 
etiolierten Laubblättern ist, dass auch die C3–spezifischen Isoformen der PEPC 
nachgewiesen werden (z. B. Ku et al., 1996), da deren Intron–Exon Übergänge nicht 
definiert sind und die Primer eventuell auch diese Formen erkennen. Jedoch liegt die C3–
spezifische Transkriptionsstärke weit unter der Transkriptionsstärke der C4–spezifischen 
Isoform (Matsuoka et al., 1994; Schäffner and Sheen, 1992). Andererseits könnte ein C4–
PEPC Grundzustand mit reduzierter, aber vorhandener Transkriptions–Aktivität Ursache 
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für die gemessenen Ergebnisse sein, wie er zuvor schon von Kano–Murakami et al. (1991) 
beschrieben wurde. 
Diese gemessene Erhöhung der Transkriptionsstärke in ergrünten Laubblättern entspricht 
der Erwartung, da schon Schäffner und Sheen (1992) zeigen konnten, dass die Aktivität 
des C4–spezifischen PEPC–Promotors in Protoplasten aus für 16 Stunden ergrünten 
Maispflanzen deutlich höher war als die von gänzlich grünen Maispflanzen. Die in dieser 
Arbeit ermittelten Daten werden zusätzlich dadurch bestätigt, dass bereits mehrfach 
lichtinduzierte C4–PEPC Genaktivität in Mais (z. B. Sheen and Bogorad, 1987) sowie in 
den Gen–Homologen anderer Spezies (z. B. Bakrim et al., 1993; Besnard et al., 2003) 
beschrieben werden konnte. 
 
 
4.2 Chromatinzugänglichkeit des C4–PEPC–Promotors nach 
Lichtinduktion 
Der Aufbau einer Nukleosomenstruktur auf einem Promotor in vivo inhibiert grundsätzlich 
die Initiation der Transkription (Felsenfeld, 1992). Bisherige Untersuchungen zur 
Transkriptions–Aktvierung auf Chromatin in Hefen– und Sägerzellen ergaben, dass 
Nukleosomen über energieverbrauchende Prozesse gezielt in ihrer Position verändert, von 
der DNA entfernt oder ihre Interaktionen mit der DNA gelockert werden (Workman and 
Kingston, 1998).  
Diese Prozesse werden als Chromatin Reorganisation (chromatin remodelling) bezeichnet 
und von großen Proteinkomplexen katalysiert (Kornberg and Lorch, 1999b). Die 
Chromatin–Reorganisation korreliert mit der transkriptionellen Aktivierung von 
Chromatin–Matrizen (Armstrong and Emerson, 1998; Tsukiyama and Wu, 1997). Mehrere 
solcher Protein–Komplexe unterschiedlicher Zusammensetzung wurden aus Hefe, 
Drosophila und Mensch isoliert (Travers, 1999). 
Im Bereich der Pflanzen wurden durch Meyer (2001) drei unterschiedliche Typen der 
Chromatin Reorganisation am Beispiel von Arabidopsis beschrieben: 1. Ein 
Transkriptionsfaktor bindet an einen Chromatin–Remodelling–Faktor und ermöglicht so 
die Zugänglichkeit für andere Transkriptionsfaktoren, welche die initiale Transkription 
durch den Polymerase–Komplex anregen. 2. Durch Austausch von Kern–Histon–Varianten 
kann die Zugänglichkeit des Chromatins verändert werden. 3. Durch Komplexe am 
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Nukleosom, die die N–terminalen Arme der Histone, die aus dem sonst eher kompakten 
Histon–Oktamer herausragen, durch Acetylierung, Methylierung oder Phosphorylierung 
modifizieren. 
Zur Analyse der Chromatin Reorganisation gibt es verschieden Methoden. So kann 
beispielsweise die Chromatinstruktur unter zu Hilfenahme des Psoralen–Reagenz 
analysiert werden. Psoralen weist eine hohe Permeabilität bei eukaryotischen Zellen auf 
und erzeugt durch Photoaktivierung eine kovalente Bindung von komplementären DNA–
Strängen. Dabei werden DNA–Bereiche bevorzugt, die nicht durch Nukleosomen 
geschützt sind; die Anlagerung des Psoralens beeinflusst die Struktur des Chromatins 
ansonsten nicht. 
Elektronenmikroskopische Betrachtungen unter denaturierenden Bedingungen zeigen 
Nukleosomen enthaltende Bereiche als einzelsträngige „Blasen“ von einer Größe zwischen 
140 und 160 bp (Conconi et al., 1989; Gruss et al., 1990; Simpson, 1999; Sinden et al., 
1999). Durch Analyse in nativer Agarosegelelektrophorese kann ein Unterschied in der 
Chromatinstruktur aufgrund des Migrationsverhaltens detektiert werden: Je häufiger die 
Doppelstränge der DNA durch Psoralen–Reagenz kovalent gebunden werden, desto 
langsamer ist das Laufverhalten (Carlson et al., 1982). 
Nachteilig an diesem Verfahren ist jedoch, dass sich bei in vivo Experimenten nur größere 
Genombereiche betrachten lassen. Eine elektronenmikroskopische Betrachtung eines 
einzelnen Promotors scheitert an der mangelnden Lokalisierungsmöglichkeit. Somit sind 
weder qualitative noch quantitative vergleichende Aussagen zwischen zwei 
Promotorzuständen möglich. 
 
DNAse I Schutzexperimente 
Die Durchführung von DNAse I Schutzexperimenten ist eine etablierte Technik, um 
Protein–DNA–Interaktionen sequenzspezifisch zu untersuchen (Brenowitz et al., 1986). 
Das Prinzip beruht auf einer nicht sequenzspezifischen, etwa alle 10 bp auftretenden 
Spaltung des Chromatins (Gaudreau et al., 1997; Vega–Palas and Ferl, 1995). Diese wird 
immer dann begünstigt, wenn die große Furche der DNA auf dem Nukleosom nach außen 
zeigt (Ng et al., 1997). Mit Hilfe von sequenzspezifischen Sonden, die in dem der Spaltung 
folgenden Southern–Transfer eingesetzt werden, kann eine Veränderung des 
Spaltungsmusters durch unterschiedliche Hybridisierungsmuster nachgewiesen werden. 
Diese ist ein indirekter Nachweis auf eine Veränderung der Chromatinstruktur durch 
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Nukleosomverschiebungen (Blomquist et al., 1996; Gregory et al., 1998). Damit ist eine 
qualitative Aussage über die Veränderung der Chromatinstruktur während der 
Transkription möglich. Eine quantitative Aussage kann nur über ein Titrieren der DNAse I 
erfolgen. 
In dieser Arbeit traten erhebliche Probleme mit der sequenz–unspezifischen Bindung von 
Sonden an DNA–Bereiche auf. Daher wurde in der Folge ein alternatives System 
entwickelt, dass eine PCR–basierte Analytik erlauben sollte. Die oben beschriebene 
Qualität der isolierten Zellkerne ermöglichte eine über einen längeren Zeitraum 
andauernde Spaltung mit Restriktionsendonukleasen. Der Vorteil dieser Technik liegt in 
einer sequenzspezifischen Spaltung der DNA, wodurch definierte Positionen auf dem 
Promotor mit sehr guter Auflösung untersucht werden können. Während in Southern–
Analysen üblicherweise nur Regionen im Bereich von etwa 1 kb im Hinblick auf ihre 
differentielle Zugänglichkeit betrachtet werden, kann hier bei geeigneter Auswahl der 
Enzyme und PCR–Systeme im Prinzip auf wenige Basenpaare genau gearbeitet werden. 
Initial wurden in dieser Arbeit zwei Promotorpositionen im Abstand von etwa 504 und 
195 bp vom Transkriptionsstart betrachtet. Die Vorteile der verwendeten Technik werden 
in den folgenden Kapiteln ausführlich diskutiert. 
 
Nachweis über Polymerase Kettenreaktion (PCR) 
Der Nachweis von Veränderungen der Chromatinstruktur kann ebenso indirekt wie in den 
oben beschriebenen Verfahren mittels PCR erbracht werden. Hierbei wird die 
unterschiedliche Zugänglichkeit zwischen der DNA des aktivierten Promotors und der 
DNA des reprimierten C4–PEPC–Promotors für DNA spaltende Nukleasen nachgewiesen. 
Bei der indirekten Endmarkierung (Längst et al., 1997; Smith and Stillman, 1989; Vega–
Palas and Ferl, 1995) wird die DNA in den Zellkernen mit unspezifisch spaltender 
Micrococcen Nuklease (MNase) und einer spezifisch spaltenden Endonuklease gespalten. 
Die MNase spaltet bevorzugt in der Linkerregion des Chromatins, infolgedessen bleibt die 
DNA in den Nukleosomen bei einer partiellen Spaltung ungeschnitten und eine 
Nukleosomenleiter (vgl. Abbildung 3–3) entsteht. Die zusätzliche Spaltung der DNA in 
den Zellkernen mit einer spezifisch spaltenden Endonuklease ermöglicht eine 
sequenzspezifische Untersuchung des Chromatins. Die so gespaltene DNA wird mittels 
eines Transfers nach Southern (vgl. Kapitel 2.5.2) auf eine Membran übertragen und dort 
fixiert. Um die bei der Spaltung entstandenen DNA–Fragmente und das daraus 
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resultierende Spaltungsmuster zu detektieren, erfolgt eine Hybridisierung mit einer 
markierten Sonde an die DNA (vgl. Kapitel 2.5.2). 
Vorteilhaft bei dieser Technik ist, dass Teilbereiche des Chromatins betrachtet werden 
können. Durch den Grad der Spaltung der sequenzspezifischen Restriktionsendonuklease 
kann eine Abschätzung der in diesem Experiment eingesetzten mittleren Fragmentgröße 
bestimmt werden. Dies erlaubt die Betrachtung eines speziellen Promotors, wie es in dieser 
Arbeit gewünscht ist. Somit kann mit Hilfe der indirekten Endmarkierung eine qualitative 
Untersuchung der Chromatinstruktur durchgeführt werden, die exakte quantitative 
Betrachtung von Veränderungen der Chromatinstruktur ist jedoch schwierig. 
Genauer arbeitet das modernere Verfahren der quantitativen real–time–PCR (Giulietti et 
al., 2001). Hierbei werden intakte Zellkerne (vgl. Kapitel 3.2) partiell mit 
Restriktionsendonukleasen gespalten. Die DNA aus den Restriktionsansätzen dient als 
Matrize einer PCR–Reaktion. Die entstehende Produktmenge ist eine reziproke Funktion 
des Spaltungsgrades; je stärker die Spaltung, desto weniger PCR–Produkt entsteht. Für 
dieses Nachweisverfahren sprechen viele Vorteile. Da für eine real–time–PCR nur sehr 
geringe Mengen DNA notwendig sind, ist es möglich, mit sehr wenig isoliertem 
Kernmaterial eine Reihe von Experimenten durchzuführen. Außerdem weist dieses 
Verfahren durch Variation der Primer die Möglichkeit auf, verschiedene Regionen des C4–
PEPC–Promotors zu untersuchen ohne die Notwendigkeit einer neuen Spaltung des 
Chromatins. Auch ist diese Methode aufgrund ihrer wenigen und kurzen 
Durchführungsschritte ein sehr effizientes Nachweisverfahren und birgt daher weniger 
potentielle Fehlerquellen. Durch die hier beschriebenen Vorteile schien dieses Verfahren 
für die im Rahmen dieser Arbeit zu untersuchende Fragestellung am besten geeignet zu 
sein. 
Die für diese Experimente ausgewählten Restriktionsendonukleasen BsuRI und HinfI 
wiesen eine Reihe von Erkennungssequenzen auf dem C4–PEPC–Promotor auf. Ein Teil 
dieser sogar in Sequenzabschnitten, auf denen cis–agierende Elemente des Promotors 
beschrieben worden waren (Schäffner and Sheen, 1992; Sheen, 1999; Taniguchi et al., 
2000; Yanagisawa and Izui, 1993). Zusätzlich konnte gezeigt werden, dass die 
Endonukleasen in der Lage waren, in die Mesophyllzellkerne einzudringen und dort ein 
reproduzierbares Spaltungsmuster zu erzeugen (vgl. Kapitel 3.5). 
Im Rahmen dieser Experimente konnte gezeigt werden, dass bei dem untersuchten Zein–
Genkomplex keine Veränderung der Chromatin–Zugänglichkeit nach Lichtinduktion 
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messbar war. Dieses Ergebnis stellt eine wichtige Basis dar, um eine Aussage über die 
lichtinduzierte Veränderung am C4–PEPC–Promotor treffen zu können. Andere Versuche, 
eine nicht–lichtinduzierte Referenz zum C4–PEPC–Promotor zu finden, scheiterten daran, 
dass die verwendeten Enzymstärken nicht ausreichend waren, um das Chromatin an diesen 
Loci zu spalten (Actin, Adh2, Ubiquitin). Versuche zur Verwendung der Glycerinaldehyd–
3–phosphat–dehydrogenase (GAPDH) als Referenz wurden eingestellt, da Hinweise auf 
eine lichtinduzierte Promotoraktivität und eine lichtinduzierte Veränderung der 
Chromatinstruktur ermittelt werden konnten (Daten nicht gezeigt). Neuere Daten von 
Marri et al. (2005) bestätigen den hier geäußerten Verdacht der lichtinduzierten 
Transkription. 
Am C4–PEPC–Promotor wurde eine ungewöhnlich hohe Zugänglichkeit in Zellkernen aus 
ergrünenden Pflanzen für beide Systeme ermittelt. Bei der Untersuchung weiterer 
Promotoren und Genregionen in denselben Zellkernpräparationen konnte eine 
vergleichbare Zugänglichkeit nicht beobachtet werden (Daten nicht gezeigt). In 
vergleichbaren Studien am Adh–Promotor von Mais bzw. Arabidopsis thaliana haben eine 
stark veränderte Chromatinstruktur bei Genexpression gezeigt (Ferl, 1985; Vega–Palas and 
Ferl, 1997). Adäquate Ergebnisse wurden zudem von Chandrasekharan et al. (2003) am β–
Phaseolin–Promotor aus dem Samen von Bohnen (Phaseolus vulgaris) publiziert. Auch 
Chua et al. (2001) führte ähnliche Experimente am Plastocyanin–Promotor in Erbsen–
Zellkernen (Pisum sativum) durch. Der Vergleich zwischen etiolierten zu ergrünten 
Blättern zeigte keine Veränderung, Vergleiche zu Zellkernen aus der Wurzel jedoch schon, 
so dass in diesem Fall keine lichtinduzierte, sondern eine gewebespezifische Chromatin–
Reorganisation vorlag, die sich auf die Enhancer–Region ausweitete. 
 
Aus den Daten kann insgesamt abgeleitet werden, dass es am C4–PEPC–Promotor in Mais 
nach Belichtung etiolierter Pflanzen zu einer ausgedehnten und ungewöhnlich starken 
Veränderung der Chromatinstruktur kommt. Eine mögliche Erklärung hierfür wäre, dass 
die Nukleosomenstruktur insgesamt aufgelöst wird und im Prinzip freie DNA auf diesem 
Promotor vorliegt. Ein solches Phänomen ist etwa am pho5 Promotor in Hefe zu 
beobachten (Gaudreau et al., 1997), bei dem nach Aktivierung scheinbar mehrere 
Nukleosomen von der DNA entfernt werden. Auch diese Interpretation beruht auf Daten 
zur Zugänglichkeit für Restriktionsendonukleasen. Dies steht allerdings im Widerspruch zu 
den über Chromatin–Immunpräzipitation (ChIP) ermittelten Daten (siehe auch 
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Kapitel 3.7.3). Da es gelang, zumindest mit Antikörpern gegen acetyliertes Histon H4 
Promotor–DNA zu präzipitieren, müssen sich dort auch Histone befinden. Die Auflösung 
dieses Assays liegt im Bereich von einigen hundert bp, die mittlere Länge der in die 
Präzipitation eingesetzten Chromatin–Fragmente. Neueste Analysen aus unserem Labor 
(Sascha Offermann, Tanja Danker und Christoph Peterhänsel, unveröffentlichte Daten) 
belegen dies ebenso mit Antikörpern gegen die C–terminale Domäne des Histons H3. 
Dieser Bereich unterliegt keinen Histonmodifikationen und mit dem Antikörper gelang es, 
Chromatin aus dem gesamten Promotor–Bereich des C4–PEPC Gens zu präzipitieren. 
Insgesamt wird daher davon ausgegangen, dass die Chromatin–Struktur des untersuchten 
Promotors zwar stark verändert wird, die Nukleosomen jedoch in diesem Bereich erhalten 
bleiben. 
 
 
4.3 Histon–Modifikation am Beispiel der Acetylierung 
Posttranslationale Histonmodifikationen sind an der Kontrolle der Chromatinstruktur und 
damit an der Kontrolle der Transkription beteiligt (Meyer, 2001; Seto, 2003). Eine häufig 
beschriebene Modifikation der Nukleosomen ist die reversible Acetylierung der Histone 
H3 und H4, welche mit der Chromatin–Reorganisation in Zusammenhang gebracht wird 
(Tong et al., 1998; Wolffe and Hayes, 1999). 
Neben dem Effekt der Chromatin–Reorganisation am C4–PEPC–Promotor in Zea mays 
wurde im Rahmen dieser Arbeit die Veränderung des Acetylierungszustandes des C4–
PEPC–Promotors in vivo untersucht. Die dabei benutzte Technik ist die Chromatin–
Immunopräzipitation (ChIP). Diese Methode bietet die Möglichkeit, Interaktionen von 
DNA mit assoziierten Proteinen in vivo zu analysieren. Der finale Nachweis erfolgt durch 
Hybridisierung oder PCR (Crane–Robinson et al., 1997; Crane–Robinson and Wolffe, 
1998; Jackson, 1999; Simpson, 1999). 
 
crosslink Chromatin–Immunopräzipitation (xChIP) 
Das Prinzip aller für die xChIP beschriebenen Protokolle basiert auf einer Fixierung des 
Chromatins in seinem in vivo Zustand. Diese Fixierung erfolgt üblicher Weise mit 
Formaldehyd. Dies kann auf zwei unterschiedliche Arten erfolgen: Zum Einen können 
isolierte Zellkerne einer Inkubation im Formaldehydbad unterzogen werden. Dies 
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geschieht analog zu den in der Literatur beschriebenen Experimenten, in denen 
Zellkulturmaterial eingesetzt wird (z. B. Chua et al., 2001; Robyr and Grunstein, 2003), hat 
jedoch den Nachteil, dass die Chromatin–Struktur während der Isolierung intakt bleiben 
muss, damit eine nachträgliche Fixierung die wirkliche Situation in planta widerspiegelt. 
Die andere Möglichkeit der Fixierung mittels Formaldehyd ist die Vakuum–Infiltration der 
Formaldehydlösung in intakte Laubblätter nach einem Protokoll von Ascenzi and Gantt 
(1999). Hierbei ist die sofortige Fixierung gewährleist, jedoch könnte der zur Infiltration 
nötige Druck die Kernstrukturen schon vor dem Fixieren beschädigen (Johnson et al., 
2001). Im Anschluss an die Vakuum–Infiltration erfolgt dann die Isolierung der wesentlich 
stabileren Zellkerne. 
In beiden Fällen wird danach eine Degradation der Chromatinstruktur in Fragmente mittels 
Ultraschallbehandlung und eine klassische Lyse der Zellkerne durchgeführt. Anschließend 
daran kann die eigentliche Immunopräzipitation durchgeführt werden. 
 
native Chromatin–Immunopräzipitation (nChIP) 
Im Gegensatz zu den Protokollen der xChIP beruht die native Chromatin–
Immunopräzipitation auf dem Prinzip der unfixierten Chromatinstruktur, welche in die 
Experimente eingesetzt wird (Nagaki et al., 2003; O'Neill and Turner, 2003). Vorteilhaft an 
dieser Technik ist, dass keine Störung oder Veränderung der Chromatinstruktur durch das 
Einbringen von Formaldehyd in den Zellkerne auftritt. Das Zerkleinern der 
Chromatinstruktur in den intakten Zellkernen erfolgt hierbei über eine partielle Spaltung 
mit Micrococcen Nuklease (MNase) bis zu einer Fragmentgröße, die der DNA–Länge von 
Tri–Nukleosomen entspricht. Die daran anschließende Freisetzung des Chromatins 
geschieht durch Diffusion aus dem Zellkern in geeignetem Puffer, was eine sehr 
ineffiziente Methode ist. 
 
Im Rahmen dieser Arbeit wurden beide Wege der Chromatin–Immunopräzipitation 
vergleichend optimiert. Bei dem klassischen Verfahren der xChIP konnten, trotz etlicher 
Kontrollen (vgl. Kapitel 3.7.1), keine klaren Resultate erlangt werden. Dies kann durch 
eine von Orlando (2000) beschriebene Möglichkeit des Verlustes von Epitopen bei der 
Formaldehyd–Fixierung erklärt werden. Dabei ist es vorstellbar, dass die durch die 
Antikörper zu erkennenden Lysin–Reste durch die Fixierung mit Formaldehyd eine nicht 
gewünschte Bindung zur DNA oder anwesenden Proteinen eingehen und somit für die 
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Antikörpererkennung nicht zur Verfügung stehen. Als weitere Erklärungen für die sehr 
geringe Effizienz der Präzipitation von DNA nach der xChIP bieten sich die Möglichkeiten 
des Verlustes der Epitope durch die Präparationsmethode der Zellkerne oder die fehlende 
Erkennung der Epitope durch die Antikörper aufgrund der moderat denaturierenden 
Eigenschaft des Formaldehyds an. 
In Versuchen, die nach der nChIP–Technik durchgeführt wurden, konnte mittels 
Antikörpern gegen die hyperacetylierte N–terminale Domäne des Histons H4 für C4–
PEPC–Promotor spezifische DNA präzipitiert werden. Die präzipitierten Mengen DNA 
waren jedoch sehr gering, was eine Detektion bzw. Quantifizierung nahezu unmöglich 
machte. Aus diesem Grund wurde ein „nested“ real–time–PCR System mit zwei 
verschachtelten Primerpaaren entwickelt, mit dem die in Abbildung 3–14 gezeigten Daten 
aufgenommen werden konnten. Hiernach scheint eine Acetylierung von Histon H4 nach 
Lichtinduktion wahrscheinlich, die Acetylierung von Histon H3, bzw. die Hyper–
Acetylierung von Histon H4 nicht. Ein Vergleich mit der Literatur (z. B. Kurdistani et al., 
2004) zeigt, dass eine transkriptionsabhängige Acetylierung von Histon H4 bei 
gleichzeitiger Nichtacetylierung von Histon H3 höchst ungewöhnlich ist. Neuere Daten 
von Sascha Offermann und Christoph Peterhänsel (unveröffentlichte Daten) zeigen, dass 
eine lichtinduzierte, transkriptionsabhängige Acetylierung der Histone H3 und H4 am C4–
PEPC–Promotor nachgewiesen werden kann. Diese Ergebnisse stimmen mit den von Chua 
et al. (2001) gezeigten Daten überein, wo die Promotorregion eines Plastocyanin–Gens 
nach Lichtinduktion untersucht wurde. Hier konnte eine Acetylierung der Histone H3 und 
H4 in der Promotorregion nach Belichtung etiolierter Keimlinge über Chromatin–
Immunopräzipitation nachgewiesen werden. 
 
 
4.4 Ein Modell für die Aktivierung des C4–spezifischen PEPC–
Promotors im Chromatin–Zusammenhang 
Aus den bisher erzielten Daten und der Literaturlage wird das in Abbildung 4–1 
vorgestellte Modell für die lichtinduzierte Aktivierung des C4–PEPC–Promotors abgeleitet. 
Der Transkriptionsfaktor DOF1 stellt einen wichtigen Kandidaten für ein Genaktivator–
Protein dar. Yanagisawa und Sheen (1998) haben gezeigt, dass DOF1 an der 
lichtinduzierten Genaktivierung beteiligt ist. Cavalar et al. (2003) konnten belegen, dass 
DOF1 in der Lage ist, mit Nukleosomen zu interagieren und das die Effizienz dieser 
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Bindung zwar von der Position der Bindestelle auf dem Nukleosom abhängig, im Prinzip 
jedoch an jeder Position Bindung möglich ist. Offermann (2004) zeigte weiterhin, dass 
dieses Bindungsverhalten nicht vom Acetylierungsgrad der Histone abhängig ist. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Im Rahmen dieser Arbeit konnten Hinweise dafür gesammelt werden, dass im Fall des C4–
PEPC–Promotors sowohl die Reorganisation des Chromatins als auch die Acetylierung 
von Histonen mit der Initiation der Transkription korrelieren. Allerdings sind ursächliche 
Zusammenhänge und die Reihenfolge der Ereignisse noch völlig unbekannt. Dies könnte 
zukünftig durch die Aufnahme dieser Parameter zu mehreren Zeitpunkten nach Beginn der 
Abbildung 4–1: Modell für die Aktivierung des C4–spezifischen PEPC–Promotors 
Dargestellt ist ein mögliches Modell für die Aktivierung des C4–spezifischen PEPC–Promotors. Ein initialer 
genspezifischer Transkriptionsaktivator bindet den C4–spezifischen PEPC–Promotor. Durch die Rekrutierung 
von Histon–Acetyltransferasen (HATs) und Chromatin–Remodelling–Komplexen (CRKs) wird eine 
transkriptionskompetente Chromatinstruktur geschaffen, die den generellen Transkriptionsfaktoren sowie den 
Komponenten des RNA–Polymerase II–Holoenzyms die Bindung an den Promotor ermöglicht. Die 
Abbildung wurde freundlicherweise von Markus Cavalar (Offermann, 2004) zu Verfügung gestellt. 
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Belichtung analog zu Cosma (2002) und Schubeler et al. (2004) analysiert werden. Eine 
weitere Möglichkeit ist eine Behandlung der Pflanzen mit Trichostatin A (Chua et al., 
2003; Roh et al., 2004) um eine konstante Acetylierung des Promotors durch 
pharmakologische Inhibition von Deacetylasen zu induzieren und so die Reorganisation 
des Chromatins unabhängig davon zu betrachten. 
Weiterhin wäre es von Interesse, die Signaltransduktion zur lichtabhängigen Chromatin–
Veränderung zu analysieren. Lichtsignale werden in Pflanzen zumeist über Cryptochrome 
oder Phytochrome aufgenommen (Nagy and Schäfer, 2000). Beide Systeme werden von 
unterschiedlichen Wellenlängen angeregt. Daher könnte durch Verwendung 
entsprechender Filter bei der Belichtung (Beggs et al., 1980; Heim and Schäfer, 1982) die 
Beteiligung der beiden Systeme an der Induktion des PEPC–Promotors analysiert werden. 
Zumindest ist hier schon bekannt, dass Phytochrome einen Einfluss auf die 
Transkriptbildung von PEPC haben (Ma and Feng, 1993; Markelz et al., 2003). 
Der PEPC–Promotor reagiert nicht nur auf Lichtinduktion, sondern auf eine Vielzahl von 
Reizen. Hierzu zählen Hormone, Zucker, Acetate und Variationen in Abhängigkeit vom 
betrachteten Gewebe. Es wäre besonderes interessant zu analysieren, ob all diese Reize auf 
der Ebene des Chromatins die gleichen Veränderungen auslösen. Darüber ließen sich auch 
essentielle von sekundären Phänomenen gut trennen. Besondere Beachtung sollte hierbei 
auch die in Kapitel 4.2 beschriebene Gewebespezifität finden, da dieses System die 
Analyse zweier Gewebe ermöglicht, die sich in der Expression des C4–Gens unterscheiden, 
obwohl sie gleichen äußeren Stimuli ausgesetzt sind. 
Zusammenfassend kann festgestellt werden, dass diese Arbeit Beiträge zum Verständnis 
der Reorganisation des Chromatins und zur Steuerung der Histon–Acetylierung leistet, 
sowie eine Grundlage für weitere Untersuchungen zur Kontrolle der Transkription des C4–
spezifischen PEPC–Promotors in Mesophyll–Zellkernen von Mais bietet. 
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6. Anhang 
 
6.1 Puffer und Lösungen 
 
Name Komponente Konzentration 
ChIP Inkubationspuffer 1085 NaCl 
Tris–HCl, pH 7,5 
Na Buttersäurederivat 
Na2 EDTA 
PMSF 
50 mM 
20 mM 
20 mM 
5 mM 
0,1 mM 
Coomassie–Färbelösung Coomassie Brilliant Blue G–250
Eisessig 
Methanol 
0,2 % (w/v) 
10 % (v/v) 
30 % (v/v) 
Coomassie–Fixierlösung Eisessig 
Methanol 
10 % (v/v) 
30 % (v/v) 
Denaturierungslösung NaCl 
NaOH 
1,5 M 
0,5 M 
Dialyse–Puffer H2SO4  
β–Mercaptoethanol 
40 mM 
1 mM 
DNA Extraktionspuffer Tris–HCl, pH 8,5 
NaCl 
EDTA, pH 8,0 
SDS 
100 mM 
100 mM 
10 mM 
0,2 % (w/v) 
Ethidiumbromid–Stammlsg. Ethidiumbromid 10 % (v/v) 
High Salt Immune Complex Wash 
Buffer 
SDS 
Triton X–100 
EDTA 
Tris–HCl, pH 8.1 
NaCl 
0,1 % (w/v) 
1 % (w/v) 
2 mM 
20 mM 
500 mM 
Kresolrot–Ladepuffer Kresolrot 
Saccharose 
1 mM 
60 % (w/v) 
Lämmli–Ladepuffer, 2 × Tris–HCl pH 6,8 
DTT 
SDS 
Bromphenolblau 
Glycerin 
100 mM 
200 mM 
4 % (w/v) 
0,2 % (w/v) 
10 % (v/v) 
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Name Komponente Konzentration 
LiCl Immune Complex Wash 
Buffer 
LiCl 
IGEPAL–CA630 
Desoxycholsäure Na–Salz 
EDTA 
Tris, pH 8,1 
0,25 M 
1 % (v/v) 
1 % (w/v) 
1 mM 
10 mM 
Lysepuffer 1085 Tris 
EDTA 
Na–Buttersäurederivat 
10 mM 
1 mM 
5 mM 
Low Salt Immune Complex Wash 
Buffer 
SDS 
Triton X–100 
EDTA 
Tris–HCl, pH 8.1 
NaCl 
0,1 % (w/v) 
1 % (w/v) 
2 mM 
20 mM 
150 mM 
MNase–Puffer 0698 Tris–HCl, pH 7,5 
CaCl2 
Sucrose 
MgCl 
50 mM 
1 mM 
10 % (w/v) 
4 mM 
Neutralisierungslösung NaCl 
Tris–HCl, pH 7,5 
1,5 M 
0,5 M 
NIB, 0 × HEPES, pH 7,5 (KOH) 
Spermin 
Spermidine 
EDTA 
30 mM 
0,3 mM 
1 mM 
0,4 mM 
NIB, 0,5 × HEPES, pH 7,5 (KOH) 
Polysucrose (Ficoll) 
Spermin 
Spermidine 
EDTA 
30 mM 
18 % (w/v) 
0,3 mM 
1 mM 
0,4 mM 
NIB, 1 × HEPES, pH 7,5 (KOH) 
Polysucrose (Ficoll) 
Spermin 
Spermidine 
EDTA 
30 mM 
36 % (w/v) 
0,3 mM 
1 mM 
0,4 mM 
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Name Komponente Konzentration 
OLB, 5 × dATP, dGTP, dTTp 
Li–Salze 
HEPES–KOH, pH 6,6 
pd(N)6 
MgCl2 
Tris–HCl, pH 8,0 
β–Mercaptoethanol 
Oligononamere 
je 0,2 mM 
0,1 mM 
1 M 
0,425 mM 
0,025 M 
0,25 M 
0,36 % (v/v) 
1 mg/µl 
PEG–Hybridisierungslösung EDTA, pH 7,0 
NaCl 
di–Natriumhydrogenphosphat 
(Na2HPO4) 
PEG6000 
SDS 
1 mM 
250 mM 
 
125 mM 
10 % (w/v) 
7 % (w/v) 
R–Puffer Tris–HCl (pH 8,5 bei 37 °C) 
MgCl2 
KCl 
10 mM 
10 mM 
100 mM 
SSC, 20 × NaCl 
tri–Natriumcitrat (Dihydrat) 
3 M 
300 mM 
Stop–Puffer 1 SDS 
Ammonium Acetat, pH 5,4 
EDTA 
Glycogen 
2 % 
0,8 M 
40 mM 
5 µg/Reaktion 
TAE–Puffer, 50 × EDTA, pH 8,0 
Essigsäure (100 %) 
Tris–HCl 
50 mM 
5,71 % (v/v) 
2 M 
TE Puffer Tris–HCl, pH 8,0 
EDTA 
10 mM 
1 mM 
Tris–Glycin–Puffer Glycin 
SDS 
Tris 
250 mM 
0,1 % (w/v) 
25 mM 
 
Anhang 
79 
6.2 Immunochemikalien 
 
Antikörper α H3 
Anti–Histone H3 (rabbit polyclonal IgG) Upstate, New York, USA 
Antikörper α AcH3 
Anti–acetyl–Histone H3 (rabbit polyclonal IgG) Upstate, New York, USA 
Antikörper α H4 
Rabbit Anti Histone H4 (non Ac), AH413 Serotec, Oxford, UK 
Antikörper α AcH4 
Anti–acetyl–Histone H4 (rabbit antiserum), ChIP Grade Upstate, New York, USA 
Antikörperα hyperAcH4 
Anti–hyperacetylated–Histone H4 (Penta) Upstate, New York, USA 
Protein A Agarose 
Salmon Sperm DNA/Protein A Agarose Upstate, New York, USA 
 
 
6.3 Sequenzen 
 
Lokus Definition Zuordnungsnuummern
Actin Maize actin 1 gene (MAc1), complete cds. J01238.1, GI: 168403 
Adh2 Zea mays Adh2–N gene for alcohol dehydrogenase 2 X02915, GI: 22125 
X01965, GI: 22136 
GAPDH Maize Gpc1 gene for glyceraldehyde–3–phosphate 
dehydrogenase (GADPH) subunit C. 
X15596.1, GI: 22302 
PEPC Z. mays gene for phosphoenolpyruvate carboxylase 
(EC 4.1.1.31). 
X15642.1, GI: 22396 
Ubiquitin Zea mays clone MubG9 ubiquitin gene, complete cds. U29162.1, GI: 902585 
Zein Zea mays Zd1 tandem genes for zein Zd1. X67203.1, GI: 535019 
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6.4 Primer 
 
Nr. Sequenz (5’ → 3’) Funktion Positiona 
103 cac tgc acc ctc aac cac atc PCR PEPC HinfI  – 537 → – 557 
104 agc aag tag gct gca tcg ga PCR PEPC HinfI  – 475 → – 494 
105 cct cgc cac atc cct cca gat tct tc probe PEPC HinfI  – 497 → – 522 
106 cga ttg ccg cca gca gt PCR PEPC BsuRI  – 225 → – 240 
107 gaa ccg gct gtg gct gag PCR PEPC BsuRI  – 143 → – 159 
108 aca tcc cct ccg gcc gct aac ag Sonde PEPC BsuRI  – 184 → – 206 
369 cgt gat cac gtt gtc cgg tag ag PCR Zein HinfI  – 1113 → – 1093
372 cga act agc aag ctg gag ctc tg PCR Zein HinfI  – 1024 → – 1002
373 tgt tgg tta ctc tcc acc aac aag ag Sonde Zein HinfI  – 1071 → – 1046
031 gtc tcc ttt gcc ctc ata gtc RTb PEPC 402 →  422 
077 cga att tgt aac taa cca ccg ccg PCR PEPC 258 → 281 
032 ccc tca tag tcg gcc gac acc tc PCR PEPC 390 → 412 
a relativ zur Transkriptions Initiations Stelle; b Reverse Transcription 
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6.6 Abkürzungen 
 
Adh Alcohol Dehydrogenase 
ATP Adenosintriphosphat 
bp Basenpaare 
BSA Rinderserumalbumin (Bovine Serum Albumin) 
CA Carboanhydrase 
cDNA komplementär DNA (complementary DNA) 
DNA Desoxyribonukleinsäure 
DNAse I Desoxyribonuklease I 
dNTP–Mix Desoxynukleotidtriphosphat–Mix 
DOF DNA binding with one finger 
dsDNA Doppelstrang DNA 
dTTP Didesoxythymidintriphosphat 
EDTA Ethylendiamintetraessigsäure 
EtBr Ethidiumbromid 
FAM 6–Carboxy–Fluorescein 
g Erdbeschleunigung 
GAPDH Glycerinaldehyd–3–phosphat–dehydrogenase 
HATs Histon–Acetyltransferasen 
HDACs Histon–Deacetylasen 
HEPES N–(2–Hydroxyethylpiperazin)–N’–2–ethansulfonsäure 
hnRNA Prä–mRNA (heterogenous nuclear RNA) 
HSD Heringsperma–DNA 
kb Kilobasen 
kBq Kilo Becquerel  
kDa Kilo Dalton 
ME Malatenzym 
(m)M (milli)Mol 
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MMLV–RT Moloney Murine Leukemia Virus Reverse Transkriptase 
MNase Micrococcen Nuklease 
mRNA Boten–RNA (messenger–RNA) 
NIB Zellkern Isolations Puffer (nuclear isolation buffer) 
OAA Oxalacetat 
OD Optische Dichte 
PCR Polymerase Chain Reaction 
PEG Polyethylenglycol 
PEP Phosphoenolpyruvat 
PEPC Phosphoenolpyruvat-Carboxylase 
pH Konzentration des Wasserstoffs (potentia Hydrogenii) 
PPDK Pyruvat-Orthophosphatdikinase 
PYR Pyruvat 
qPCR quantitative real–time–PCR 
RbcS Gen der kleinen Unterheit der Rubisco 
RNA Ribonukleinsäure 
R–Puffer Restriktions–Puffer 
RT Reverse Transkription 
Rubisco RubiscoRibulose-1,5-Bisphosphat-Carboxylase/Oxygenase 
TAE Tris-Acetat-Puffer mit EDTA 
TAMRA 6–Carboxytetramethylrhodamine 
TBE Tris-Borat-Puffer mit EDTA 
Tris Tris–(hydroxymethyl–)aminoethan 
Tx Transkriptionfaktor 
U Einheiten (Units) 
UV Ultraviolett 
V Volt 
v/v Volumen / Volumen 
Vol. Volumen 
w/v Gewicht / Volumen (weight / volume) 
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